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Die Blauzungenkrankheit (Bluetongue, BT) ist eine Office International des Epizooties 
(OIE) gelistete, weltweit verbreitete Infektionskrankheit der Wiederkäuer (OIE 2016). In 
Deutschland besteht Anzeigepflicht (ANON. 2014a). Sie wird von einem Orbivirus, dem 
Bluetongue virus (BTV) verursacht (MERTENS 1999, ATTOUI et al. 2011). Das BTV wird 
durch belebte Vektoren übertragen und führt insbesondere bei Schafen mit genetischer 
Prädisposition (z. B. Merino, Dorset Poll) zu Erkrankungen mit schwerer Klinik. Dabei tritt 
auch häufig die namensgebende zyanotische Zunge auf. Bei Rindern und Ziegen sind vor 
allem milde bis asymptomatische Krankheitsverläufe beschrieben (SPREULL 1905, NEITZ 
1948, GARD 1987, GIBBS und GREINER, 1994; HAMBLIN et al., 1998, DANIELS et al. 
2004, WORWA et al. 2010, CAPORALE et al. 2014). Das Verbreitungsgebiet der BT lag 
ursprünglich zwischen dem 35. südlichen und 40. nördlichen Breitengrad, limitiert durch 
das zeitgleiche Vorhandensein empfänglicher Tierarten, kompetenter Vektoren und des 
BT-Virus. In den letzten Jahrzehnten hat sich die BT, ausgehend vom Mittelmeerraum, 
auch in Teilen Südeuropas manifestiert (MELLOR und BOORMANN 1995, WILSON und 
MELLOR 2009). 
Im Spätsommer 2006 wurde das BTV erstmals in Zentraleuropa nachgewiesen (Belgien, 
Niederlande und Deutschland). In den folgenden Jahren breitete es sich rasch in weitere 
angrenzende europäische Länder aus. Der nachgewiesene Serotyp 8 (BTV-8) gehörte bis 
dato nicht zu den im südlichen Europa bzw. dem Mittelmeerraum vorkommenden 
Serotypen, sondern war auf Gebiete südlich der Sahara, sowie Mittel- und Südamerika 
beschränkt. Der Eintragsweg konnte nicht sicher geklärt werden. (VAN WUIJCKHUISE 
2006, THIRY et al. 2006, TOUSSAINT et al. 2006, CONRATHS et al. 2007, TOUSSAINT 
et al. 2007, MAAN et al. 2008, GETHMANN et al. 2010). Die Bedeutung von 
Wildwiederkäuern für die Epidemiologie der Blauzungenkrankheit im deutschsprachigen 
Raum und in Mitteleuropa war bis zu diesem Zeitpunkt unbekannt. Daten zur 
Seroprävalenz in empfänglichen Wildtierarten und zu kompetenten Vektoren in 
Mitteleuropa waren nicht verfügbar. Dadurch waren nur schwer Aussagen zu einer 
wirksamen Bekämpfung und Eradikation der Erkrankung zu treffen. 
Erste Untersuchungen deuteten darauf hin, dass BTV heimisches Rot-, Dam und 
Muffelwild infizieren kann. Somit war anzunehmen, dass Wildwiederkäuer ein potentielles 
Infektionsrisiko für Haus- und Nutztierbestände darstellen. Die Empfänglichkeit 
autochtoner Wildwiederkäuer für das BTV und das gleichzeitige Vorhandensein potenter 
Vektoren vorausgesetzt, könnten dazu führen, dass diese als Erregerreservoir eine Rolle 
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spielen und somit auch in einer wirksamen Bekämpfungsstrategie Berücksichtigung finden 
müssen (LINDEN et al. 2008, RUIZ-FONS et al. 2008). 
In dieser Studie sollte untersucht werden, ob die heimischen Wildwiederkäuer während 
des BTV-8-Seuchenzuges in Thüringen eine Rolle in der Epidemiologie der BT gespielt 
haben. Besonders in Hinblick auf die in den Jahren 2009 und 2010 verpflichtend 
durchgeführte Impfung gegen BTV-8 in den Nutztierbeständen, die weit verbreitete 
Weidehaltung empfänglicher Nutztierarten in Thüringen und eine mögliche Überwinterung 
des Virus in anderen als den Nutztierbeständen, wurden serologische und virologische 
Untersuchungen auf BTV-8 durchgeführt. In das Monitoring sollten etwa 10 % der 
Jagdstrecke einheimischer Wildwiederkäuer (Muffel-, Rot-, Dam- und Rehwild) 
einbezogen werden.  
Die erhobenen Daten können auch für kommende BTV-Seuchenzüge die Grundlage für 





2.1 Die Blauzungenkrankheit 
Bei der Blauzungenkrankheit (BT) handelt es sich um eine OIE (Office International des 
Epizooties (World Organisation for Animal Health)) gelistete und in Deutschland 
anzeigepflichtige Tierseuche (OIE 2016, ANON. 2014a). Weltweit ist sie eine der 
wichtigsten Krankheiten bei Rindern, Schafen, Ziegen und Wildwiederkäuern, die mit 
erheblichen ökonomischen Verlusten und negativen Auswirkungen auf die Tiergesundheit 
einhergeht (MELLOR und WITTMANN 2002, SAEGERMAN et al. 2008, GETHMANN et 
al. 2010). Der jährliche ökonomischen Schaden ist nicht genau bekannt, wird aber 
beispielsweise für die USA auf rund 125 Millionen US$ pro Jahr geschätzt (TABACHNICK 
1996). Für den Menschen ist die BT ungefährlich. 
Die Blauzungenkrankheit wurde erstmals Ende des 19. Jahrhunderts in Südafrika bei 
importierten Merinoschafen von HUTCHEON (1902), SPREULL (1905) und HENNING 
(1956) als „Fever“ oder „Malarial Catarrhal Fever in Sheep“ beschrieben, auch wenn die 
Krankheit vermutlich schon länger in der Region vorhanden war. Sir Arnold Theiler stellte 
aufgrund der Filtrierbarkeit des ätiologischen Agens der BT die These auf, dass es sich bei 
dem Erreger um ein Virus handelt (THEILER 1908, HATELEY 2009, MACLACHLAN und 
GUTHRIE 2010, MACLACHLAN 2011, COETZEE et al. 2012). Neben Schafen, welche 
wegen ihrer Empfänglichkeit jahrelang als Indikatortiere in Afrika galten, sind auch Ziegen, 
Rinder und Wildwiederkäuer für diese Viruserkrankung empfänglich. Afrikanische 
Antilopen können in Vergesellschaftung mit Culicoides-Mücken als der wahrscheinlichste 
primäre Wirt angesehen werden. Indigene afrikanische Nutztierrassen und 
Wildwiederkäuer gelten als resistent gegenüber BT und entwickeln hauptsächlich 
subklinische Infektionen (ERASMUS 1990, MELLOR und WITTMANN 2002, ERASMUS 
und POTGIETER 2009). 
Der Name „Bluetongue“ (blue tongue, blue-tongue) geht auf die Bezeichnung „bloutong“ 
aus dem Afrikaans zurück, mit der die Farmer die von ihnen an klinisch kranken, stark 
betroffenen Schafen beobachtete zyanotische Zunge beschrieben. In Abhängigkeit von 
Tierart, Rasse, Alter und vom beteiligten Sero- bzw. Topotyp des BTV, ist der 
Krankheitsverlauf insbesondere bei Schafen von schweren klinischen Symptomen 
geprägt. So entwickeln nordeuropäischen Schafrassen, wie das Merino- und das Dorset 
Poll Schaf in der Regel schwerere klinische Erkrankung als südostasiatische oder 
afrikanischen (indigene) Rassen (SPREULL 1905, NEITZ 1948, GARD 1987, GIBBS und 
GREINER, 1994; HAMBLIN et al., 1998, DANIELS et al. 2004, WORWA et al. 2010, 
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CAPORALE et al. 2014). Bei Rindern und Ziegen verläuft die BT meistens mild, unter 
Umständen auch asymptomatisch (MACLACHLAN et al. 2009). In naiven Populationen 
können allerdings auch bei Rindern und Ziegen schwere Krankheitsverläufe beobachtet 
werden, so auch während des BTV-8 Ausbruchs in Nordeuropa (ELBERS et al. 2008a und 
2008b, DAL POZZO et al. 2009, GETHMANN et al. 2010, COETZEE et al. 2012). Rinder 
zeigten während dieses Ausbruchs am häufigsten Nasenausfluss, Krusten und Läsionen 
der Nasenschleimhaut, Speichelfluss, Fieber, Bindehautentzündungen, Dysphagie, 
Hyperämie der Zitzen und Zitzenläsionen, Klauenprobleme und Milchleistungsrückgang. 
Bei Schafen traten häufig schwere Krankheitsverläufe mit tödlichem Ausgang auf. Die 
Tiere zeigten hauptsächlich Fieber, Speichelfluss, Ödeme am Kopf, Apathie, Dysphagie, 
Kongestion/Rötung/Erythem der Maulschleimhaut, Paresen, Hyperämien der Zunge und 
Kronsaumentzündungen (ELBERS et al. 2008a und 2008b, DAL POZZO et al. 2009, 
GETHMANN et al. 2010). In Nordrhein Westfalen lag die Mortalität bei Schafen in 2007 bei 
13 % (GETHMANN et al. 2010). Bislang gibt es gegen die BT keine wirksame kausale 
Therapie. Schutzimpfungen sind für die verschiedene Serotypen bzw. für Kombinationen 
verschiedener Serotypen verfügbar. 
2.2 Das Bluetongue Virus 
2.2.1 Erreger und Taxonomie 
Das Bluetongue Virus (BTV) gehört der Gattung Orbivirus (orbis = lat. Kreis, kreisförmig), 
der Familie der Reoviridae (Respiratory, enteric und orphan) an. Es ist ein komplexes 
unbehülltes Virus, mit 10 unterschiedlich großen Segmenten linearer doppelsträngiger 
RNA, welche für 7 Struktur- (VP1 - VP7) und 4 Nichtstrukturproteine (NS1 – NS4 und 
NS3A) kodieren (VERWOERD et al. 1970, VERWOERD et al. 1972, VAN DIJK und 
HUISMANS 1988, RATINIER et al. 2011). Das Virusgenom umfasst etwa 19200 
Basenpaare und ist von einem dreischichtigen, ikosaedrischen Kapsid mit einem 
Durchmesser von ca. 90 nm umgeben (GRIMES et al. 1998, NASON et al. 2004, 
SCHWARTZ-CORNIL 2008). 
Die Hauptstrukturproteine VP2, VP5, VP7 und VP3 bilden das Viruskapsid (SCHWARTZ-
CORNIL 2008). Das VP2 Protein determiniert dabei als äußerste Schicht den Serotyp und 
ist für die Rezeptorbindung verantwortlich (HASSAN et al. 1999). VP5 bildet die innere 
Schicht des äußeren Kapsids und trägt zur Membranfusion bei (HASSAN et al. 2001). VP2 
und VP5 werden während der initialen Schritte des Viruslebenszyklus entfernt. Sie geben 
das als Corepartikel bezeichnete innere transkriptionskompetente Kapsid frei. VP7 
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interagiert mit VP3, welches die innerste Schicht des Kapsids bildet (GRIMES et al. 1998, 
NASON et al. 2004). Die drei Nebenstrukturproteine VP1 (RNA-abhängige RNA-
Polymerase), VP4 (Capping Enzym und Methyltransferase) und VP6 (RNA-abhängige 
ATPase und Helikase) stellen den sogenannten Transkriptionskomplex dar (STÄUBER et 
al. 1997, RAMADEVI et al. 1998a und 1998b, KAR et al. 2003, BOYCE et al. 2004, 
SUTTON et a. 2007, SCHWARTZ-CORNIL 2008). 
Das Nichtstrukturprotein 1 (NS1) steht im Zusammenhang mit der Zytopathogenität des 
Virus und der Translation viraler mRNA (BOYCE et al. 2012, OWENS et al. 2004). 
Während NS2 eine entscheidende Rolle bei der Virusreplikation und dem Zusammenbau 
des Virus spielt, sind die Glykoproteine NS3/3A in den intrazellulären Virustransport und 
die Freisetzung des Virus eingebunden (HORSCROFT und ROY 2000, HAN et al. 2004, 
CELMA und ROY 2009). NS4 wurde erstmals 2011 beschrieben und scheint einen 
positiven Einfluss auf die Virusreplikation zu haben (RATINIER et al. 2011). 
Anhand ihrer antigenen Eigenschaften können derzeit 27 Serotypen unterschieden 
werden, der letzte Serotyp (BTV-27) wurde 2014 in Frankreich (Korsika) nachgewiesen 
(HOFMANN et al. 2008; MAAN et al. 2011a, MAAN et al. 2011b, ZIENTARA et al. 2014). 
Innerhalb der Serotypen haben sich unterschiedliche geographische Varianten bzw. sog. 
Topotypen entwickelt. Auf der Basis der am stärksten konservierten Segmente 1, 3, 4, 5, 8 
und 9 (kodieren für VP1, VP3, VP4, NS1, NS2 und VP6) wird zwischen Western und 
Eastern Lineages und weiteren regionalen Untergruppen unterschieden (MERTENS et al. 
1987, GOULD und PRITCHARD 1990, PRITCHARD et al. 1995, MAAN et al. 2008, 
COETZEE et al. 2012). 
Das BTV des Serotyps 8, welches zum Ausbruch im Jahr 2006 führte, gehört zur Western 
Lineage (MAAN et al. 2008). Die bisher bekannten Serotypen (1 bis 26) und der neu auf 
Korsika nachgewiesene Serotyp BTV-27, wurden von ZIENTARA et al. 2014 mit in der 
Genbank verfügbaren Sequenzen des Segmentes 2 (codiert für VP2) dargestellt und 
geben einen Überblick über die Verwandtschaftsverhältnisse innerhalb der Serotypen 
(siehe Abbildung 1). 
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Abbildung 1 Dargestellt sind die Beziehungen zwischen dem BTV–n-Corsica (BTV-27, Corsica, blauer 
Kasten) und anderen BTV Stämmen (BTV-8 Mitteleuropa, roter Kasten), anhand der in der GenBank 
verfügbaren Sequenzen (Nr. in Klammern) für das Segment 2 des BTV. Der Maßstabsbalken stellt den 
Prozentsatz von Nukleotidsubstitutionen dar (modifiziert nach ZIENTARA et al. 2014). 
 
Die Heterogenität des BT-Virus ergibt sich durch Gendrift und Genshift in den 
Populationen. Genetischer Drift, ausgelöst durch die hohe Fehleranfälligkeit der RNA-
abhängigen RNA-Polymerase bei RNA-Viren führt im Rahmen der Virusvermehrung zur 
Bildung einer Vielzahl ähnlicher, aber unterscheidbarer Nachkommenviren. Diese 
Population wird als Quasispezies bezeichnet (LAURING und ANDINO 2010). Hieraus 
werden die Nachkommenviren mit der besten Fitness selektiert. Für BTV konnten 
BONNEAU et al. (2001) die Ausbildung solcher Quasispezies in tierexperimentellen 
Studien zeigen. Genetischer Shift, also der Austausch größer Genomabschnitte zwischen 
verschiedenen Viren kann immer dann auftreten, wenn eine Zelle mit zwei verschiedene 
Virustypen infiziert ist. Dieser Austausch funktioniert besonders einfach bei segmentierten 
Viren, wie BTV, bei denen ganze Gensegmente ausgetauscht werden. Dieser als 
Reassortment bezeichnete Vorgang wurde für BTV sowohl im Vektor als auch im Wirt in 
experimentellen Studien und bei Untersuchungen von Feldviren beschrieben (SAMAL et 
al. 1987a und 1987b, DE MATTOS et al. 1996, SHAW et al. 2013). 
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2.2.2 Pathogenität und Virulenz 
Die Virulenz des BTV variiert zwischen den Serotypen, aber auch zwischen den 
verschiedenen Stämmen eines Serotyps (MACLACHLAN et al. 2009). So verursachte ein 
amerikanischer BTV-4 Stamm in experimentell infizierten Schafen kaum bis keine 
klinischen Symptome während ein südafrikanischer BTV-4 Stamm zu einer Mortalitätsrate 
von nahezu 100 % führte (GIBBS und GREINER 1994, MACLACHLAN et al. 2008). 
Bei dem für den Ausbruch in Nordeuropa verantwortlichen BTV-8 Stamm handelt es sich 
um einen hoch virulenten Stamm mit hohen Mortalitätsraten beim Schaf und in einigen 
Fällen schweren Krankheitsverläufen beim Rind (ELBERS et al. 2008a und 2008b, 
PERRIN et al. 2010). Vakzine verwandte BTV-6 und BTV-11 Stämme, die zu einem 
begrenzten Ausbruch in Holland und Deutschland führten, waren hingegen nicht virulent 
(DE CLERCQ et al. 2009, MAAN et al. 2010, VAN RIJN et al. 2012). Der Versuch die 
genetische Basis für die Virulenz von BTV-8 zu identifizieren zeigte, dass diese sehr 
Komplex und auf mehr als ein Gensegment verteilt sein muss (CELMA et al. 2014). 
JANOWICZ et al. (2015) konnten zeigen, dass VP2 und NS3 die Hauptdeterminanten für 
die Virulenz von BTV-8 darstellen und dass auch VP1, 5, 4, 6 und 7 beteiligt sind. 
CAPORALE et al. (2014) konnten im Rahmen von Infektionsversuchen mit BTV-2 und 
BTV-8 zeigen, dass sich die Virulenz des BTV-8 Stammes im Laufe des Ausbruchs 
abgeschwächt hat. Bei der Infektion mit einem BTV-8 Isolat vom Beginn des Ausbruchs 
(Niederlande, 2006) und einem zwei Jahre später isolierten BTV-8 (Italien, 2008) stellten 
sie signifikante Unterschiede in den ausgelösten klinischen Symptomen fest. Auf 
Genomebene konnten die Autoren dabei 16 stille und 8 sinnverändernde Mutationen 
feststellen, die zu Veränderungen in VP1, VP2, VP4, NS1 und N2 führten. Ein BTV-2 
(Italien, 2000) zeigte in derselben Studie keinen Unterschied in der ausgelösten Klinik zu 
dem BTV-8 aus den Niederlanden. 
Auch Wirtsfaktoren können die Wahrscheinlichkeit der Exposition und die Stärke einer 
Infektion beeinflussen. So deuten verschiedene Studien auf eine höhere BTV 
Seroprävalenz beim adulten Rotwildhirsch gegenüber der -hirschkuh hin (RUIZ-FONS et 
al. 2008, ROSSI et al. 2014). Mögliche Erklärungen für derartige geschlechtsspezifische 
Unterschiede sind: 1. größere Reviere der Hirsche (CLUTTON-BROCK et al. 1982, 
JARNEMO und WIKENROS 2013), 2. Unterschiedliche Körpergröße und Körpermasse 
(RUIZ-FONS et al. 2013), 3. Varianz im Majorhistokompatibilitätskomplex Klasse II 
(FERNANDEZ-DE-MERA et al. 2009, RUIZ-FONS et al. 2013) und Testosteron-abhängige 
Effekte (MALO et al. 2009). Allerdings konnten andere Studien die höhere BTV 
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Seroprävalenz beim adulten Rotwildhirsch gegenüber der –hirschkuh nicht bestätigen 
(GARCIA et al. 2009, GARCIA-BOCANEGRA et al. 2011, ROUG et al. 2012). 
2.3 Wirtsspektrum 
Das Wirtsspektrum für natürliche BTV-Infektionen umfasst zahlreiche Spezies folgender 
Familien: Bovidae, Cervidae, Giraffidae, Antilocapridae und Camelidae (HOFF und 
TRAINER 1978, HOUSE et al. 1982, TESSARO und CLAVIJO 2001, VERWOERD und 
ERASMUS 2004, SANDERSON 2010, GARCIA-BOCANEGRA 2011). Dabei sind sowohl 
Haus- als auch Wildwiederkäuern betroffen. Bei den Hauswiederkäuern treten in 
Abhängigkeit von Wirtsspezies und Rasse Unterschiede in der klinischen Ausprägung auf. 
Schafe gelten als besonders empfänglich. Afrikanische Schafrassen sind relativ resistent 
gegenüber BTV, wohingegen sich europäische Schafrassen wie das Dorset-Poll-Schaf als 
besonders empfänglich erwiesen (SPREULL 1905, NEITZ 1948, MACLACHLAN 1994, 
MAUROY et al. 2008, ERASMUS und POTGIETER 2009, MELLOR und WITTMANN 
2002, MACLACHLAN et al. 2009). 
Neben Schafen, Rindern und Ziegen wurden bereits verschiedene Wildwiederkäuerarten 
als empfänglich für BTV beschrieben. Eine hohe Empfänglichkeit für BTV und klinische 
Erkrankungen wurden insbesondere für die in Nordamerika beheimateten 
Weißwedelhirsche und Gabelböcke beschrieben (VOSDINGH et al. 1968, THORNE et al. 
1988, STALLKNECHT und HOWERTTH 2004, DROLET et al. 2013). Während WORK et 
al. (1992) mit einem BTV-17 Stamm beim Schwarzwedelhirsch keine klinischen 
Symptome induzieren konnten, wurden von DROLET et al. (2013) in klinischen Studien 
mit Weißwedelhirschen, mit dem für den europäischen Ausbruch verantwortlichen 
hochvirulenten BTV-8 Stamm, die Empfänglichkeit und klinische Symptome 
nachgewiesen. In verschiedenen Studien bei indigenen europäischen Wildwiederkäuern 
(Reh- Rot- und Damwild, Gämsen, Steinböcke, Mufflons) wurden zwar BTV-Antikörper 
bzw. BTV-RNA nachgewiesen, klinische Erkrankungen wurden aber nicht bzw. nur in 
geringem Umfang beobachtet (FERNÁNDEZ-PACHECO et al. 2008, GARCIA et al. 2009, 
LINDEN et al. 2010, FALCONI et al. 2011, GARCIA-BOCANEGRA et al. 2011, 
CASAUBON et al. 2013, GREGO et al. 2014,). Experimentelle Infektionsversuche beim 
Rotwild mit BTV-8 bestätigten dies (LÓPEZ-OLVERA et al. 2010, LORCA-ORO et al. 
2012). 
SANDERSON (2010) berichten bei in Zoos gehaltenen Wiederkäuern (Bovidae, Cervidae, 
Camelidae) über Morbiditätsraten von 0,96 % (Ziegen) bis 40 % (Europäisches Wisent), 
Mortalitätsraten von 0 % (Sibirischer Steinbock und Moschusochse) bis 20 % 
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(Europäisches Wisent) und Sterblichkeitsraten von bis zu 100 % (Yak n=6, 
Hirschziegenantilope n=2, Ziege n=2, Alpensteinbock n=2, Damhirsch n=2, Trampeltier 
n=1 und Alpaka n=1). Die Symptome reichten dabei von Fieber, Lethargie, Ulzera im 
Maulbereich, erschwerter Nahrungsaufnahme, Lahmheit, Salivation bis hin zum 
plötzlichen Tod. 
Obwohl Bluetongue als eine Erkrankung von Wiederkäuern und anderen Paarhufern gilt, 
wurden Antikörper gegen BTV, aber auch vereinzelt Virus/Virusgenom bei verschiedenen 
Spezies anderer Familien nachgewiesen: Canidae (Hund, Afrikanischer Wildhund und 
Schakal), Felidae (Katze, Luchs, Gepard und Löwe), Hyaenidae (Tüpfelhyäne), Ursidae 
(Amerikanischer Schwarzbär), Viverridae (Großfleck-Ginsterkatze) (ALEXANDER et al. 
1994, DUNBAR et al. 1998, JAUNIAUX et al. 2008). Auch werden Antikörpernachweisen 
bei Elefanten (BARNARD 1997), Nashörnern (FISCHER-TENHAGEN et al. 2000) und 
Virusnachweise bei Weißzahnspitzmäusen (KEMP et al. 1974, LEE et al. 1974) berichtet. 
2.4 Wildwiederkäuer als Reservoir 
Im Mittelmeerraum wie auch in Zentral- und Nordeuropa konnten bei Wildwiederkäuern 
Antikörper gegen BTV bzw. Virus/Virus-RNA nachgewiesen werden (RUIZ-FONS et al. 
2008, LINDEN et al. 2008, GARCIA et al. 2009, LINDEN et al. 2010, GARCIA-
BOCANEGRA et al. 2011, CORBIERE et al. 2012, CASAUBON et al. 2013, ROSSI et al. 
2014, GREGO et al. 2014). Verschiedene Studien deuten dabei darauf hin, dass Rotwild 
empfänglicher für BTV ist als andere Wildwiederkäuer wie Rehwild, Gämsen und 
Steinböcke (LINDEN et al. 2010, GARCIA-BOCANEGRA et al. 2011, CASAUBON et al. 
2013). Eine Übersicht über die veröffentlichten Seroprävalenzen bei verschiedenen 
freilebenden Wildwiederkäuern in Europa ist in Tabelle 1 dargestellt (modifiziert nach 
FALCONI et al. 2011). 
  
 10 
Tabelle 1 Veröffentlichte BTV Seroprävalenzen (absteigend sortiert) freilebender europäischer 
Wildwiederkäuer (mod. nach FALCONI et al. 2011) (Rotwild (Cervus elaphus), Damwild (Dama dama), 
Mufflon (Ovis aries musimon), Rehwild (Capreolus capreolus), Berberschaf (Ammotragus lervia), Gämse 
(Rupicapra rupicapra), Alpensteinbock (Capra ibex), Probenanzahl (n=), unbekannte Probenanzahl (n=?)) 
Wirt Serotyp Land Seroprävalenz Jahr Referenz 
Rotwild alle Spanien 66,3 % (n=98) 2006-2007 GARCIA et al. (2009) 
Mufflon 1, 4 & 8 Spanien 54,8 % (n=31) 2006-2011 LORCA-ORO et al. (2014) 
Rotwild 1, 4 & 8 Spanien 53,4 % (n=1356) 2006-2011 LORCA-ORO et al. (2014) 
Rotwild 8 Belgien 52,3 % (n=?) 2007 LINDEN et al. (2010) 
Rotwild 1 Frankreich 50,9 % (n=163) 2008-2009 CORBIERE et al. (2012) 
Damwild alle Spanien 50,0 % (n=20) 2006-2007 GARCIA et al. (2009) 
Rotwild 1 Frankreich 49,6 % (n=115) 2009-2010 CORBIERE et al. (2012) 
Rehwild 1, 4 & 8 Spanien 48,5 % (n=130) 2006-2011 LORCA-ORO et al. (2014) 
Rotwild 1, 8 Frankreich 47,1 % (n=145) 2008 ROSSI et al. (2014) 
Rotwild 1, 4 & 8 Spanien 42,3 % (n=900) 2006-2010 GARCIA-BOCANEGRA et al. (2011) 
Rotwild 8 Belgien 40,4 % (n=513) 2007 LINDEN et al. (2008) 
Rotwild 1, 4 & 8 Spanien 38,4 % (n=1265) 2006-2014 ARENAS-MONTES et al. (2014) 
Damwild 1 Spanien 35,4 % (n=96) 2005-2007 RUIZ-FONS et al. (2008) 
Rotwild 8 Belgien 34,0 % (n=?) 2008 LINDEN et al. (2010) 
Mufflon alle Spanien 33,3 % (n=9) 2006-2007 GARCIA et al. (2009) 
Damwild 1, 4 & 8 Spanien 32,4 % (n=188) 2006-2010 GARCIA-BOCANEGRA et al. (2011) 
Mufflon 1, 4 & 8 Spanien 27,7 % (n=101) 2006-2010 GARCIA-BOCANEGRA et al. (2011) 
Rotwild 1, 8 Frankreich 24,3 % (n=485) 2009 ROSSI et al. (2014) 
Damwild 1, 4 & 8 Spanien 22,4 % (n=227) 2006-2011 LORCA-ORO et al. (2014) 
Rotwild 1 Spanien 21,9 % (n=1409) 2005-2007 RUIZ-FONS et al. (2008) 
Mufflon 1 Spanien 13,2 % (n=68) 2005-2007 RUIZ-FONS et al. (2008) 
Rehwild 1 Spanien 5,1 % (n=39) 2005-2007 RUIZ-FONS et al. (2008) 
Rehwild 1 Belgien 2,8 % (n=?) 2007 LINDEN et al. (2010) 
Rehwild 1 Belgien 2,6 % (n=?) 2006 LINDEN et al. (2010) 
Mufflon 1, 8 Frankreich 2,1 % (n=173) 2008 ROSSI et al. (2014) 
Rehwild 1, 4 & 8 Spanien 2,0 % (n=150) 2006-2010 GARCIA-BOCANEGRA et al. (2011) 
Rehwild 1 Belgien 1,7 % (n=?) 2008 LINDEN et al. (2010) 
Rotwild 8 Schweiz 1,7 % (n=480) 2009-2011 CASAUBON et al. (2013) 
Rotwild 8 Belgien 1,5 % (n=?) 2006 LINDEN et al. (2010) 
Rehwild 1, 8 Frankreich 1,1 % (n=431) 2008 ROSSI et al. (2014) 
Mufflon 1, 8 Frankreich 0,8 % (n=133) 2009 ROSSI et al. (2014) 
Gämsen 1, 8 Frankreich 0,25 % (n=407) 2008 ROSSI et al. (2014) 
Gämsen 1, 8 Frankreich 0,25 % (n=409) 2009 ROSSI et al. (2014) 
Rehwild 8 Schweiz 0,2 % (n=439) 2009-2011 CASAUBON et al. (2013) 
Rehwild 1 Frankreich 0,0 % (n=129) 2008-2009 CORBIERE et al. (2012) 
Rehwild 1, 8 Frankreich 0,0 % (n= 206) 2009 ROSSI et al. (2014) 
Mufflon 1 Frankreich 0,0 % (n=44) 2008-2009 CORBIERE et al. (2012) 
Mufflon 1 Frankreich 0,0 % (n=20) 2009-2010 CORBIERE et al. (2012) 
Gämse 8 Schweiz 0,2 % (n=473) 2009-2011 CASAUBON et al. (2013) 
Steinbock 8 Schweiz 0,0 % (n=506) 2009-2011 CASAUBON et al. (2013) 
Alpensteinbock 1, 8 Frankreich 0,0 % (n=83) 2008 ROSSI et al. (2014) 
Alpensteinbock 1, 8 Frankreich 0,0 % (n=45) 2009 ROSSI et al. (2014) 
 
Aufgrund seines häufigen Vorkommens, seiner Verbreitung und seiner Empfänglichkeit 
wird Rotwild von einigen Autoren als bedeutendster Wildwiederkäuer-Wirt für BTV in 
Europa angesehen (RUIZ-FONS et al. 2008, FALCONI et al. 2011, RUIZ-FONS et al. 
2014). GARCIA et al. (2009) fanden in Spanien in Gegenden mit einer höheren 
 11 
Rotwilddichte ebenfalls eine höhere BTV-Prävalenz. Die von ihnen ermittelten 
Seroprävalenzen für Damwild (50 %, n=20) bzw. Mufflon (33,3 %, n=9) sind aufgrund der 
geringen Anzahl beprobter Tiere mit einem Fragezeichen zu versehen. LORCA-ORO et al. 
(2014) fanden zwar eine hohe Seroprävalenz von Antikörpern gegen BTV-1 und BTV-4 
auch bei Rehwild, Gämsen und Mufflons, allerdings konnten die Autoren einen zeitlichen 
Zusammenhang ausschließlich zwischen den BT-Ausbrüchen bei Hauswiederkäuern und 
den BTV-Nachweisen beim Rotwild feststellen. Die oben dargestellten Studien zeigen, 
dass Rotwild höhere Seroprävalenzen aufwies als Rehwild, Damwild und Mufflon. Die 
Ergebnisse aus Belgien mit 1,5 % im Jahr 2006 sowie der Schweiz mit 1,7 % in den 
Jahren 2009-2011 stehen der Aussage nicht entgegen, da es sich hier um den Beginn 
bzw. das Ende des BT-Seuchenzuges in Zentraleuropa handelte. In Gegenden mit hoher 
BTV-Seroprävalenz in der Nutztierpopulation waren die BTV-Seroprävalenzen in Rehwild 
eher gering (RUIZ-FONS et al. 2008, LINDEN et al. 2010, CORBIERE et al. 2012, Rossi et 
al. 2014). Eine Einschätzung der Rolle von Rehwild, Damwild, Mufflon und Steinböcken ist 
aufgrund fehlender Kenntnisse über die Interaktion zwischen Virus und diesen Spezies in 
Kombination mit dem Vektor eher schwierig (RUIZ-FONS et al. 2014).  
Aufgrund der komplexen, aus mehreren Komponenten (Vektor- sowie Wirtsdichte 
und -verteilung, klimatische Bedingungen, Virusübertragung, Endemie vs. Epidemie, 
Wirtsimmunität etc.) bestehenden Epidemiologie der BT ist die Frage, ob Wildwiederkäuer 
und hier speziell das Rotwild, ein Reservoir für BTV darstellen können, differenziert zu 
betrachten (RUIZ-FONS et al. 2014). Bei BT-Ausbrüchen in Südeuropa scheint die 
Ausbreitung von BTV in Wildwiederkäuern eng mit der Ausbreitung in Hauswiederkäuern 
verknüpft zu sein (RUIZ-FONS et al. 2008). Für den Mittelmeerraum gehen RUIZ-FONS et 
al. (2014) von zwei separaten, endemischen Virus-Wirt-Zyklen aus. Zum einen ein 
Wildwiederkäuer-Virus-Zyklus und zum anderen ein Hauswiederkäuer-Virus-Zyklus, 
welche über den Vektor miteinander verbunden sind. 
Ein Beispiel für eine endemische Situation ist BTV-4 in Spanien. 2004–2006 bei 
Hauswiederkäuern aufgetreten (DE DIEGO et al. 2014), lies sich das Virus durch 
Vakzination in der Hauswiederkäuerpopulation eliminieren (2009), während es weiterhin 
bei Wildwiederkäuern zirkulierte (GARCIA et al. 2009, RUIZ-FONS et al. 2008). Als 
Gründe, warum sich eine derartige endemische Situation in Nord- und Zentraleuropa nicht 
etabliert hat, sehen die Autoren: 1. Eine geringere Rotwilddichte, 2. Die Abwesenheit von 
Culicoides imicola, sowie 3. Niedrigere Temperaturen. Wildwiederkäuer, darunter 
insbesondere das Rotwild, scheinen im Mittelmeerraum eine zentrale Rolle als 
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Virusreservoir einzunehmen, während dies in Zentral- und Nordeuropa nicht der Fall ist 
(RUIZ-FONS et al. 2014). 
Letztgenanntes wird durch verschiedene Untersuchungen bestätigt. CASAUBON et al. 
(2013) untersuchten diese Frage für die Schweiz in den Jahren 2009–2011 mittels eines 
serologischen und virologischen Monitorings. Von 1898 Blutproben die von Rotwild, 
Rehwild, Gämsen und Steinböcken stammten, konnten in zehn Proben Antikörper gegen 
BTV detektiert werden, wobei Rotwild signifikant am häufigsten betroffen war (acht der 
zehn positiven Proben). Während bei keinem der seropositiven Tiere Virus RNA gefunden 
wurde, waren drei von 1070 seronegativen Tieren RNA positiv. Die Autoren folgern aus 
dieser Studie, dass zwar sporadisch Infektionen auftreten, es aber keine Zirkulation 
innerhalb der Wildtierpopulation gab, weswegen für die Schweiz bisher kein Reservoir für 
BTV in der Wildtierpopulation zu bestehen scheint. Zum selben Schluss kommen GREGO 
et al. (2014) in Ihrer Studie im Piemont und auch in Belgien, welches 2006 mit als eines 
der erstes Länder vom BTV-8-Ausbruch betroffen war, deuten die Daten nicht auf eine 
Zirkulation bei Wildwiederkäuern hin (LINDEN et al. 2010).  
Für Deutschland sind Daten zur Seroprävalenz bei Wildwiederkäuern nur begrenzt 
veröffentlicht, insbesondere ist die Stichprobengröße oft nur sehr klein (Tabelle 2). Nur für 
Nordrhein-Westfalen (NRW) liegt eine etwas größere Stichprobe vor. Die für das Jagdjahr 
(JJ) 2007/08 aus Nordrhein-Westfalen berichtete hohe Seroprävalenz beim Fallwild 
(ANON. 2008a), deutet auf eine hohe Durchseuchung der Wildwiederkäuerbestände in 
NRW zu Beginn des BT-Seuchenzuges hin. Im JJ 2010/11 waren die Seroprävalenzen 
beim Fallwild in NRW deutlich geringer als im JJ 2007/08. Darüber hinaus zeigte sich, 
dass Antikörper gegen BTV beim Rotwild vor allem bei Alttieren und weniger bei 
Schmaltieren und Kälbern nachgewiesen werden konnten (ANON. 2011a). Die Ergebnisse 
stehen im Einklang mit den Daten der obengenannten Studien aus Zentral-/Nordeuropa. 
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Tabelle 2 BTV-Seroprävalenzen (absteigend sortiert) bei freilebenden Wildwiederkäuern in Deutschland 
(Rotwild (Cervus elaphus), Damwild (Dama dama), Mufflon (Ovis aries musimon), Rehwild (Capreolus 
capreolus), Sikawild (Cervus nippon), Probenanzahl (n=)) 
Wirt Land Seroprävalenz Jahr Referenz 
Rotwild NRW 44,8 % (n=203) 2007-2008 ANON. (2008a) 
Damwild NRW 22,2 % (n=27) 2007-2008 ANON. (2008a) 
Mufflon NRW 21,0 % (n=14) 2008-2009 HOLSTEG et al. (2012) 
Dam-/Sikawild NRW 21,0 % (n=24) 2008-2009 HOLSTEG et al. (2012) 
Rotwild NRW 17,6 % (n=125) 2010-2011 ANON. (2011a) 
Rotwild NRW 16,0 % (n=49) 2008-2009 HOLSTEG et al. (2012) 
Mufflon NRW 14,0 % (n=14) 2009-2010 HOLSTEG et al. (2012) 
Mufflon NRW 13,3 % (n=45) 2007-2008 ANON. (2008a) 
Dam-/Sikawild NRW 13,0 % (n=16) 2010-2011 HOLSTEG et al. (2012) 
Mufflon Deutschland 10,0 % (n=20) 2010 FLI (2012) 
Rotwild NRW 10,0 % (n=84) 2009-2010 HOLSTEG et al. (2012) 
Mufflon NRW 7,0 % (n=57) 2010-2011 ANON. (2011a) 
Mufflon NRW 6,0 % (n=16) 2010-2011 HOLSTEG et al. (2012) 
Damwild Deutschland 4,5 % (n=67) 2011-2012 FLI (2012) 
Rotwild NRW 4,0 % (n=49) 2010-2011 HOLSTEG et al. (2012) 
Rehwild NRW 3,0 % (n=70) 2011-2012 HOLSTEG et al. (2012) 
Rotwild NRW 3,0 % (n=120) 2011-2012 HOLSTEG et al. (2012) 
Rotwild Deutschland 0,7 % (n=151) 2010 FLI (2012) 
Rehwild NRW 0,4 % (n=499) 2007-2008 ANON. (2008a) 
Rehwild NRW 0,0 % (n=4) 2010-2011 ANON. (2011a) 
Rehwild NRW 0,0 % (n=121) 2008-2009 HOLSTEG et al. (2012) 
Rehwild NRW 0,0 % (n=84) 2009-2010 HOLSTEG et al. (2012) 
Rehwild NRW 0,0 % (n=38) 2010-2011 HOLSTEG et al. (2012) 
Rehwild Deutschland 0,0 % (n=159) 2010 FLI (2012) 
Rehwild Deutschland 0,0 % (n=5) 2010-2011 FLI (2012) 
Rotwild Deutschland 0,0 % (n=1) 2011-2012 FLI (2012) 
Mufflon Deutschland 0,0 % (n=4) 2010-2011 FLI (2012) 
Mufflon NRW 0,0 % (n=20) 2011-2012 HOLSTEG et al. (2012) 
Dam-/Sikawild NRW 0,0 % (n=7) 2009-2010 HOLSTEG et al. (2012) 
Dam-/Sikawild NRW 0,0 % (n=20) 2011-2012 HOLSTEG et al. (2012) 
Damwild Deutschland 0,0 % (n=178) 2010 FLI (2012) 
 
2.5 Übertragung 
Die Übertragung des BTV erfolgt zum überwiegenden Teil vektorgebunden durch 
hämatophagen Gnitzen. Andere blutsaugende Insekten und unbelebte Vektoren als 
Überträger könnten möglich sein (EFSA 2008, BOUWKNEGT et al. 2010, DARPEL et al. 
2016). Eine transplazentare Übertragung von BTV ist für Vakzinestämme beschrieben. Für 
den BTV-8 Feldstamm aus 2006 scheint eine transplazentare Übertragung im Gegensatz 
zu anderen BTV-Feldstämmen ebenfalls möglich (MENZIES et al. 2008, BACKX et al. 
2009, VAN DER SLUIJS et al. 2013, etc.). Da BTV eng an die roten Blutkörperchen 
gebunden ist, ist eine Ausscheidung mit anderen Körperflüssigkeiten wie Kot, Urin, 
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Speichel, Milch, Sperma nicht wahrscheinlich, es sei denn diese Materialien sind mit Blut 
kontaminiert. Hierdurch sind möglicherweise auch einige der in der Literatur 
beschriebenen oralen Übertragungswege über z. B. Kolostrum, Eihäute oder direkten 
Kontakt (Wunden) erklärbar (MENZIES et al. 2008, BACKX et al. 2009, MAYO et al. 2010, 
LÓPEZ-OLVERA et al. 2010, RASMUSSEN et al. 2013).  
2.5.1 Gnitzen 
Die Familie der Ceratopogonidae (Gnitzen, Bartmücken), gehört zur Ordnung der Diptera 
(Zweiflügler) und ist weltweit verbreitet. Es gibt etwa 5500 beschriebenen Arten der 
Ceratopogonidae, welche sich auf ca. 125 Gattungen verteilen. Etwa 1400 Gnitzenarten 
gehören alleine der Gattung Culicoides an, welche zum großen Teil (96 %) als obligat 
hämatophag gelten und ihre Blutmahlzeiten sowohl an Vögeln als auch an Säugern 
einnehmen (MEISWINKEL et al. 1994, BORKENT 2014). In Deutschland sind nach 
HAVELKA und AGUILAR (1999) 332 Gnitzenarten nachgewiesen, welche in vier 
Subfamilien unterteilt werden, die sich wiederum in Tribus bzw. Gattungen aufteilen. 56 
Gnitzenarten gehören zur Gattung Culicoides (die Kugelförmigen; C.), von denen etwa 50 
Arten Vektorkompetez, von hauptsächlich veterinärmedizinischer Bedeutung, besitzen. 
Unter ihnen befinden sich auch ca. 30 Arten, welche weltweit mit der Übertragung von 
BTV (Abbildung 2) in Verbindung gebracht werden (MEISWINKEL et al. 2004, WERNER 
und CONRATHS 2008, KAMPEN und WERNER 2010, KAMPEN und WERNER 2014). 
 
Abbildung 2 Verbreitung von C. imicola als Hauptvektor für BTV (dunkelgrüne Flächen) in Afrika und Asien; 
BTV-Verbreitung (rote Linien); BTV-(Haupt-)Vektoren auf den verschiedenen Kontinenten (aus PURSE et al. 
2005) 
 15 
8 Arten von Culicoides, in denen auch eine Replikation des Virus stattfindet, wurden als 
BTV-Vektor identifiziert (MEISWINKEL et al. 2004). In experimentellen Studien konnten 
weitere potentiell als Vektoren in Frage kommende 17 C.-Arten nachgewiesen werden 
(MELLOR et al. 2000, CARPENTER et al. 2006, CARPENTER et al. 2007). 
Die als BTV-Hauptvektor in Afrika, Asien und Südeuropa beschriebene Art C. imicola, im 
Mittelmeerraum werden ihr bis zu 90 % der BTV-Übertragungen zugeschrieben, wurde in 
warmen Sommermonaten bereits in Südfrankreich und in der Schweiz, nördlich der Alpen 
in Mitteleuropa bisher aber noch nicht nachgewiesen (MELLOR et al. 2000, 
MELLOR 2004, MEISWINKEL et al. 2004, PURSE et al. 2005; CAGIENARD et al. 2006, 
MEISWINKEL et al. 2008). 
KAMPEN und WERNER (2014) gehen davon aus, dass C. imicola bei einer weiteren 
Temperaturerhöhung um 1,5 bis 3 °C bis Mitte des 21. Jahrhunderts nach Mitteleuropa 
vordringen könnte. Bedingt durch vermutlich klimatische Veränderungen (PURSE et al. 
2005) ist bereits seit 1999 eine nördliche Ausbreitung dieser Art zu verzeichnen (KADEN 
und WERNER 2014, Abbildung 3).  
 
Abbildung 3 Die für C. imicola bekannte nördliche Ausbreitung in den Jahren vor 1999 (grün) und im 
Jahr 2002 (blau) und für 2005 (rot)vermutete Ausbreitung. Deutlich ist eine nordwärts Verschiebung 
erkennbar (KADEN und WERNER 2014). 
 
Entomologischen Studien in Deutschland in den Jahren 2007 und 2008 legen nahe, dass 
in Mitteleuropa und Deutschland Gnitzen der C. obsoletus-Gruppe und C. dewulfi zu den 
wichtigsten Überträgern des BTV gehören (MEHLHORN et al. 2007, WERNER 2008, 
HOFFMANN et al. 2009, MEHLHORN et al. 2009). Bereits 1983-89 wurden in 
Untersuchungen an weidenden Rindern haematophage Gnitzen nachgewiesen, welche 
zur C. obsoletus-Gruppe (29,4 % C. dewulfi und 21,8 % C. obsoletus) gehörten, sowie 
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zwei weitere Arten (1,86 % C. pulicaris und 0,19 % C. nubeculosus, siehe auch Tabelle 3) 
welche zum damaligen Zeitpunkt bereits als BTV-Vektoren beschrieben waren (OLBRICH 
1987; OLBRICH und LIEBISCH 1988; WULFSBERG 1989). 
Tabelle 3 Als BTV-Vektoren identifizierte Gnitzenarten und weitere ausgewählte Gnitzenarten, mit 
beschriebener oder potentieller Vektorkompetenz für BTV in Europa (modifiziert nach MEISWINKEL et al. 











C. imicola Ja/Ja Sonnige Plätze, mit 
organischem Material 
angereicherter, Matsch 
auf den Gehöften 
Nein Nein (HOFFMANN et al. 
2009, KAMPEN und 
WERNER 2014) 




Ja JA (WERNER 2008, 
HOFFMANN et al. 2009) 
 C. scoticus Ja/Nein Ja JA (CARPENTER et al. 
2007, WERNER 2008) 
 C. dewulfi Nein/Ja Pferde- und Kuhdung Ja JA (WERNER 2008, 
HOFFMANN et al. 2009) 
 C. chiopterus 
 
Nein/Ja Ja JA (WERNER 2008) 
Culicoides 
Latreille, 1809 
C. pulicaris Ja/Ja Sonnige bewachsene 
Plätze, mit organischem 
Material angereicherter, 
gesättigter Matsch auf 
den Gehöften 
Nein JA (WERNER 2008, 
HOFFMANN et al. 2009) 
 C. punctatus 
 
Nein/Nein Nein JA (WERNER 2008) 
 C. lupicaris 
 
Nein/Nein Nein JA (WERNER 2008) 
Monoculicoides 
Khalaf, 1954 
C. newsteadi Nein/Nein Nein JA (WERNER 2008) 
 C. nubeculosus Nein/Nein Ja JA (WERNER 2008, 
KAMPEN und WERNER 
2014) 
Weitere Gnitzenarten die weltweit als BTV-Hauptvektor beschrieben sind (MEISWINKEL et al. 2014), in Europa aber 
keine Rolle spielen in (MELLOR et al. 2000, MELLOR 2004). 
Subgenus Species BTV-Hauptvektor in: 
Avaritia Fox, 
1955 
C. brevitarsis Australien 





C. sonorensis Nordamerika 
Hoffmania Fox, 
1948 
C. insignis Nord- und Südamerika 
 
Die Lebensräume der adulten Gnitzen und ihre Bruthabitate können sehr vielgestaltig sein. 
Neben stehenden Gewässern werden von C. auch Pfützen, Baumhöhlen, morsche 
Bäume, faulendes Laub, Kompost oder Dung zur Eiablage genutzt (CAMPBELL und 
PELHAM-CLINTON 1960, LIEBISCH und LIEBISCH 2007, RUSSELL et al. 2013). 
Während die Lebensdauer der Imagines in der freien Natur vermutlich 10 bis 20 Tage 
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beträgt, konnten unter experimentellen Bedingungen Lebensdauern von ein bis 
3,5 Monaten festgestellt werden (GOETGHEBUER und LENZ 1934; MELLOR et al. 2000). 
Auf Grund ihrer geringen Größe fliegen C. normalerweise nur an windstillen Tagen und 
entfernen sie sich zur Nahrungsaufnahme nicht sehr weit von ihrem Bruthabitat 
(LIEBISCH und LIEBISCH 2007, KIRKEBY et al. 2013). 
Nehmen adulte Weibchen bei einer Blutmahlzeit das BTV auf so kommt es zur 
Virusvermehrung in den Mitteldarmepithelzellen und der Speicheldrüse. Eine für eine 
Übertragung ausreichend große Menge Virus kann bei 25 Grad Celsius innerhalb von 10 
bis 15 Tagen repliziert werden (MELLOR 1990). Unterhalb von etwa 12 Grad Celsius 
kommt es zu keiner Virusreplikation (WILSON und MELLOR 2009). Bei den folgenden 
Blutmahlzeiten, die je nach Verfügbarkeit eines Wirtes, alle drei bis vier Tage 
eingenommen werden, wird das BTV auf empfängliche Wirtstiere übertragen. 
Eine als „leaky gut“-Phänomen bezeichnete Besonderheit führt bei hohen Temperaturen 
während der Larvenentwicklung von C. zur Ausbildung einer dünneren Basallamina und 
damit zu einem durchlässigeren Darmepithel. Auch eine dauerhaft schlechte larvale 
Ernährungssituation, bei z. B. hohen Populationsdichten, kann zu vergleichbaren Effekten 
führen. Das Virus kann dann in dem adulten Gnitzenweibchen direkt aus dem Darm in die 
Leibeshöhle gelangen und die inneren Organe zur Replikation nutzen. So kann es auch 
bei Nicht-Vektoren, wie z. B. bei der in Mitteleuropa und Deutschland weit verbreiteten, 
auch tagaktiven Gnitzenart C. nubeculosus, zur Virusreplikation und Virusübertragung 
kommen (TABACHNIK 1996, WITTMANN und BAYLIS 2000, WITTMANN et al. 2002, 
RUSSELL et al. 2013, KAMPEN und WERNER 2014). 
Einige Besonderheiten im Lebenszyklus von C. obsoletus machen diese Gnitzenart zu 
einem potentiell erfolgreichen Vektor für BTV in Mitteleuropa. C. obsoletus vermehrt sich 
in der Nähe von Rindern und Schafen, legt die Eier in der Nähe oder innerhalb von Ställen 
ab (outdoor & indoor) und ist auch tagsüber aktiv. Adulte C. obsoletus sind zwischen März 
und Dezember flugfähig und haben mit 3,5 Monaten eine deutlich längere adulte 
Lebensphase als es von anderen C.-Arten bekannt ist (WILSON und MELLOR 2009, 
RUSSELL et al. 2013). 
2.5.2 Transplazentare (vertikale) Übertragung 
Ursprünglich war eine transplazentare Übertragung von BTV weitestgehend auf 
attenuierte BTV-Stämme beschränkt (MACLACHLAN et al. 2000, KIRKLAND und 
HAWKES 2004). Erst der in Nordeuropa ab 2006 zirkulierende Serotyp 8 zeigte eine 
andere Charakteristik. In diversen Studien (BACKX et al. 2009, WORWA et al. 2009, 
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BELBIS et al. 2013, VAN DER SLUIJS et al 2013) wie auch im Feld (DE CLERCQ et al. 
2008, DESMECHT et al. 2008, MENZIES et al. 2008, DARPEL et al. 2009, SANTMAN-
BERENDS et al. 2010, SAEGERMAN et al. 2011, ZANELLA et al. 2012) wurde eine 
transplazentare Übertragung dieses Feldstammes beobachtet. Für einige der 
Feldbeobachtungen ist zwar eine andere Übertragung mittels Vektor, oraler Aufnahme 
oder auch iatrogen nicht vollständig ausgeschlossen, die Beobachtungen erfolgten aber zu 
meist in der Vektorfreien-Zeit. Damit ist der Hauptübertragungsweg für BTV, die 
vektorabhängige Übertragung, sehr unwahrscheinlich. Eine orale Aufnahme, ebenso wie 
die iatrogene Übertragung sind eher von geringer Bedeutung und damit ebenfalls als 
unwahrscheinlich einzuschätzen. MENZIES et al. (2008) und DE CLERCQ et al. (2008) 
beschreiben jeweils den Fall, dass von BTV-RNA-negativen aber seropositiven Färsen 
BTV-RNA-positive Kälber zur Welt gebracht wurden. Somit besteht ein gewisses, nicht 
näher zu benennendes Risiko der BTV-Einschleppung beim Transport 
BTV-RNA-negativer aber seropositiver trächtiger Tiere in BTV-freie Gebiete. 
Die Auswirkungen der transplazentaren Übertragung von BTV sind abhängig vom Alter 
des Fetus zum Zeitpunkt der Infektion (MACLACHLAN et al. 2009). Sie reichen von Abort 
über Fehlbildungen des Gehirns (z. B. Hydranenzephalie) bis hin zu gesunden, ggf. 
BTV-RNA positiven Kälbern (MENZIES et al. 2008, MACLACHLAN et al. 2009, 
SANTMAN-BERENDS et al. 2010). BELBIS et al. (2013) fanden eine transplazentare 
Übertragung bei Ziegen nur bei Infektionen im mittleren Drittel der Trächtigkeit (61. Tag). 
Bei Infektion zum Ende der Trächtigkeit (135. Tag) fand diese nicht mehr statt. Der 
Mechanismus der transplazentaren Übertragung ist weiterhin unklar (BELBIS et al. 2013). 
VAN DER SLUIJS et al. (2012) konnten zeigen, dass die Impfung mit einer inaktivierten 
BTV-8 Vakzine (Bovilis BTV-8, MSD Animal Health GmbH) einen protektiven Effekt mit 
Bezug auf die transplazentare Übertragung des BTV bei Schafen hatte. 
2.5.3 Horizontale Übertragung 
Nur einzelne Veröffentlichungen beschreiben eine horizontale Übertragung von BTV. Die 
orale Verabreichung von Gelatinekapseln mit in der Gewebekultur passagiertem BTV-10 
führte zu klinischen Symptomen (JOCHIM et al. 1965). In Feldbeobachtungen gehen 
MENZIES et al. (2008) von einer BTV-8 Infektion durch die orale Aufnahme einer 
Nachgeburt bei zwei adulten Kühen aus. Die Nachgeburt stammte von einer Färse die ein 
transplazentar infiziertes Kalb geworfen hatte. Allerdings war die Plazenta nicht auf BTV 
untersucht worden. BACKX et al. (2009) beschreiben die orale Infektion eines Kalbes 
durch mit BTV-8 gespiktes Kolostrum. MAYO et al. (2010) bestätigen dies in 
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Felduntersuchungen mit einem nichtbenannten BTV-Serotyp, die kolostrale Infektion wird 
hier durch den Sequenzabgleich des BTV aus dem Kolostrum und dem Blut des Kalbes 
gefolgert. 
Eine Übertragung durch direkten Kontakt wurde bisher erst einmal für den 2010 in Kuwait 
detektierten Serotyp BTV-26 beschrieben. In einer Studie konnte gezeigt werden, dass 
nichtinfizierte Ziegen mit direktem Kontakt zu experimentell infizierten Ziegen ebenfalls 
BTV-RNA positiv waren. Bei einem Teil der experimentell infizierten Tiere, wie auch bei 
den nichtinfizierten Ziegen mit direktem Kontakt, konnte in Nasentupfern BTV-26-RNA 
nachgewiesen werden (BATTEN et al. 2014). 
Eine horizontale Übertragung scheint ein sehr seltenes Ereignis zu sein. Da jeweils ein 
direkter Kontakt vorausgesetzt ist, kann es wenn überhaupt nur eine Relevanz innerhalb 
einer Herde haben (VAN DER SLUIJS 2016). 
2.6 Pathogenese 
Die Pathogenese der BTV-Infektion bei Schafen, Rindern und wahrscheinlich allen 
Wiederkäuern ist ähnlich, auch wenn es erhebliche Unterschiede im Schweregrad der 
Erkrankung bei verschiedenen Spezies gibt. Nach der Übertragung des Virus durch den 
Vektor und Ausbreitung zu den regionalen Lymphknoten erfolgt dort eine initiale 
Vermehrung (BARRAT-BOYES et al. 1995). Im weiteren Verlauf erfolgt eine 
zellassoziierte Virämie mit Ausbreitung des Erregers im Körper und Vermehrung in 
Endothelzellen, mononukleären Phagozyten und Lymphozyten, wobei BTV insbesondere 
eine hohe Affinität zu den Endothelzellen, vor allem der kleinen Blutgefäße und Kapillaren 
besitzt. Hierdurch kommt es zu vaskulären Thrombosen und ischämischen Nekrosen der 
beteiligten Gewebe (BARRAT-BOYES und MACLACHLAN 1994, DEMAULA et al. 2002). 
Aufgrund der Zellassoziation ist BTV im Blut über einen langen Zeitraum nachweisbar. 
Das Virus persistiert in Erythrozyten, ohne dort zu replizieren, weswegen die Dauer der 
Virämie in etwa mit der Lebensdauer der Erythrozyten übereinstimmt (BONNEAU et al. 
2002). Infektiöses Virus konnte bis zu 63 Tage nach Infektion (dpi) isoliert werden, 
wohingegen der Nachweis von Virusnukleinsäure mittels RT-PCR je nach Studie bis zu 




Es gibt verschiedene Möglichkeiten der Ausbreitung von BTV aus einem in ein anderes 
Gebiet: 1. Durch Verbringen bzw. Wandern der Wirtstieren (Haus- und Wildtiere). Dies gilt 
insbesondere für virämische Tiere. Darüber hinaus wird speziell bei BTV-8, aufgrund der 
Möglichkeit der transplazentaren Übertragung, auch seropositiven, BTV-RNA-negativen, 
tragenden Tiere ein nicht näher zu bemessende Rolle einer möglichen Ausbreitung zu 
geschrieben. So soll es zum BTV-8 Eintrag nach Nord-Irland gekommen sein (MENZIES 
et al. 2008, SAEGERMAN et al. 2008). 2. Durch infiziertes Sperma. BTV-8-RNA wurde in 
Sperma nachgewiesen und auch aus Sperma isoliert, allerdings ist bisher unklar inwieweit 
eine Übertragung mittels Sperma möglich ist (VANBINST et al. 2010). 3. Durch infizierte 
Vektoren, die mit belebten (Tiere, Pflanzen) oder unbelebten Carriern (Schiffe, Flugzeuge, 
Fahrzeuge (LKW, PKW, Wohnmobile), Reifen, Container etc.) transportiert werden 
(MINTIENS et al. 2008, SAEGERMAN et al. 2008, Becker 2014). Als maßgeblich für die 
schnelle Verbreitung von Krankheitserregern und deren Vektoren macht BECKER (2014) 
am Beispiel von Vertretern der Stechmücken (Culicidae), die weltweite Globalisierung, den 
zunehmenden internationalen Handel (Container, Alt-Reifen, Wasserbehältern von 
Zierpflanzen), sowie eine erhöhte Mobilität der Menschen aus. 4. Durch infizierte 
Vektoren, die sich aktiv fortbewegen. Hier ist die Reichweite von C.-Arten mit 1-2 km 
allerdings sehr gering (ELBERS et al. 2015). 5. Durch infizierte Vektoren, die passiv mit 
dem Wind fortbewegt werden. Gnitzen werden auf Grund ihrer geringen Größe häufig von 
starken Winden verdriftet, wodurch eine Ausbreitung über mehrere Hunderte von 
Kilometern möglich ist. Zwischen 1936 und 2008 zählen ELBERS et al. (2015) 28 durch 
Winddrift verursachte Einträge von Culicoides übertragenen Krankheiten (Ephemeral 
fever, AHS, BT, Akabane) bzw. Pathogenen (Thimiri Virus, EHDV), wobei die größte 
überbrückte Entfernung 4700 km betrug. 
2.8 Überwinterung 
Es werden verschiedene Hypothesen zur Überwinterung (Überdauern des Virus von einer 
zur nächsten Vektorsaison) von BTV diskutiert, wobei der Mechanismus noch immer nicht 
abschließend geklärt ist. 
Nach WILSON et al. (2008) sind folgende Mechanismen denkbar (siehe Abbildung 4): 
1. Transovarielle Transmission im Vektor. Eine experimentelle Studie konnte keine 
vertikale Transmission innerhalb der Gnitzen nachweisen (MELLOR 1990). BOUWKNEGT 
et al. (2010) konnten für Zecken zeigen, dass eine transovarielle Transmission in Zecken 
erfolgte. Es bleibt aber fraglich, ob das Virus für Wirtstiere infektiös ist. 2. Überleben in 
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adulten Gnitzen. Experimentelle Studien deuten darauf hin, dass Gnitzen in milden 
Wintern länger als eigentlich bekannt überleben könnten (MELLOR et al. 2008). 
3. Transplazentare Transmission im Wirt. Die Möglichkeit dieser Übertragung wurde für 
BTV-8 in verschiedenen Arbeiten beschrieben (BACKX et al. 2009, WORWA et al. 2009, 
BELBIS et al. 2013, VAN DER SLUIJS et al 2013, DE CLERCQ et al. 2008, DESMECHT 
et al. 2008 MENZIES et al. 2008, DARPEL et al. 2009, SANTMAN-BERENDS et al. 2010, 
SAEGERMAN et al. 2011, ZANELLA et al. 2012). 4. Persistente Infektionen des Wirtes. 
Die Existenz persistenter Infektionen bei BTV ist bisher nicht belegt (MELLOR et al. 2008, 
MACLACHLAN und MAYO 2013). 
 
Abbildung 4 Die Übertragung von Bluetongue -Virus im Sommer (links, normal transmission) und im Winter 




In den 1940er nahm man an, dass BTV auf Afrika beschränkt sei (COETZEE et al. 2012). 
Auf Zypern trat das BTV 1943 erstmals außerhalb von Afrika auf (GAMBLES 1949). 
Im 20. Jahrhundert breitete sich das Virus innerhalb eines nördlichen Limits von etwa 40 
Grad Nord und eines südlichen Limits von etwa 35 Grad Süd weltweit aus und trat auf 
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nahezu allen Kontinenten endemisch auf, dabei wurden in den verschiedenen Regionen 
der Welt unterschiedliche BTV-Serotypen nachgewiesen (MELLOR und BOORMANN 
1995, WILSON und MELLOR 2009, siehe Abbildung 5). 
 
Abbildung 5 Weltweite Verbreitung des BTV bis zum Jahre 1998 (WILSON und MELLOR 2009). 
 
In Südafrika konnten bisher 22 der 27 BTV-Serotypen identifiziert werden, unter denen die 
Serotypen 1-4 am häufigsten auftreten (COETZEE et al. 2012). In jeder Vektorsaison 
zirkulieren hier mehrere Serotypen, das Auftreten von bis zu 18 Serotypen in einer 
Vektorsaison konnte gezeigt werden (COETZEE et al. 2012). 
In Nordamerika wurden nach dem ersten Auftreten 1952 lange nur fünf Serotypen (2, 10, 
11, 13, 17) regelmäßig, mit Ausnahme von Serotyp 2, landesweit nachgewiesen (WILSON 
und MELLOR 2009, MACLACHLAN und GUTHRIE 2010). Nach 1998 traten weitere 10, 
vorher exotische Serotypen (1, 3, 5, 6, 9, 12, 14, 19, 22, 24) auf. Die Mehrzahl dieser 
Serotypen wurde vorher im karibischen Becken, Zentral- und Südamerika nachgewiesen 
(MACLACHLAN et al. 2013, LEGISA et al. 2014). 
In Australien wurden bisher 10 Serotypen identifiziert (1, 2, 3, 7, 9, 15, 16, 20, 21, 23) 
(MACLACHLAN und GUTHRIE 2010, BOYLE et al. 2012). Auch in Asien ist BTV weit 
verbreitet. 1961 trat BTV erstmals in Indien auf (WILSON und MELLOR 2009). Es wurden 
bereits sieben Serotypen (1-4, 12, 15, 16) in China und 21 Serotypen in Indien 
nachgewiesen (ZHANG et al. 1999, YANG et al. 2012, MAAN et al. 2012a). 
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2.9.2 Europa (außer BTV-8, 2006) 
Der erste bestätigte BT-Ausbruch außerhalb Afrikas wurde 1943 auf Zypern gemeldet 
(GAMBLES 1949), obwohl von dort bereits seit 1924 BT-Ausbrüche berichtet wurden 
(POLYDOROU 1978). Das erste Auftreten von BT in Europa, außerhalb Zyperns, wurde 
1956 aus Portugal und kurze Zeit später auch aus Spanien berichtet (MANSO-RIBEIRO et 
al. 1957, LÓPEZ und BOTIJA 1958). 
Vor 1998 gab es nur einzelne sporadische Einträge der BT in Südeuropa, unter anderem 
1979 auf mehrere griechische Inseln (MELLOR und BOORMANN 1995, WILSON und 
MELLOR 2009), weswegen die BT weiterhin als exotische Seuche betrachtet wurde 
(SAEGERMAN et al. 2008). Nach 1998 war die BT kontinuierlich in Teilen des 
Mittelmeerraumes präsent. Zurückgeführt wird dies auf die Ausbreitung des Vektors 
Cullicoides imicola nach Norden, sowie das Auftreten zusätzlicher indigener 
Cullicoides-Arten als mögliche Vektoren (SAEGERMAN et al. 2008, siehe Tabelle 3). 
Mindestens 6 BTV-Stämme, die zu 5 Serotypen (BTV-1, BTV-2, BTV-4, BTV-9, BTV-16) 
gehören, traten und treten seitdem im Mittelmeerraum inklusive verschiedener EU 
Mitgliedstaaten auf (SAEGERMAN et al. 2008, ZIENTARA und SÁNCHEZ-VICAÍNO 2013, 
DE DIEGO et al. 2014). Die Haupteintragsrouten (Abbildung 6) verliefen dabei über die 
Türkei aus dem Nahen-, Mittleren- und Fernen Osten und über die Mahgreb-Staaten 
(SAEGERMAN et al. 2008, PURSE et al. 2008, WILSON und MELLOR 2009).  
 
Abbildung 6 Eintragsrouten der verschiedenen BTV-Serotypen nach Europa seit 1998 (modifiziert nach 
SAEGERMAN et al. 2008) 
Ein 2007 erstmals in Südspanien isoliertes BTV-1 breitete sich bis 2008 nach Portugal und 












Mahgreb ausgebrochen. Aufgrund der schnellen Entwicklung einer inaktivierten Vakzine in 
Spanien und des schnellen und umfangreichen Einsatzes in den betroffenen Ländern 
wurde insbesondere der Trend gen Norden gestoppt (WILSON und MELLOR 2009, DE 
DIEGO et al. 2014, PIOZ et al. 2014). 
In Nordeuropa kam es neben BTV-8 im Jahr 2006 in kurzer Folge zu zwei weiteren 
Einträgen von BTV. Im Oktober 2008 trat in der Grenzregion zwischen den Niederlanden 
und Deutschland ein BTV des Serotyps 6 auf. Dieser Stamm war eng mit einer 
Lebendvakzine aus Südafrika verwandt (ESCHBAUMER et al. 2010). Darüber hinaus 
wurde im Januar 2009 in Belgien ein ebenfalls mit einen südafrikanische Vakzinestamm 
verwandtes BTV des Serotyps 11 identifiziert (DE CLERCQ et al. 2009). Diese beiden 
Viren konnten sich nicht in Europa etablieren. Darüber hinaus wurde Anfang 2008 in der 
Schweiz in Ziegen das sogenannte „Toggenburg Orbivirus“ (TOV), bei dem es sich um 
einen bis dato unbekannten BTV-Serotyp handelte (BTV-25), nachgewiesen (HOFMANN 
et al. 2008, CHAIGNANT et al. 2009). In Polen gab es 2012 und 2014 den Nachweis eines 
BTV-14 (mit hoher Homologie zum Referenz- bzw. Impfstamm) und nahezu identischer 
BTV-14 Isolate in Russland, Litauen und Spanien, was möglicherweise durch die 
Freisetzung und starke Ausbreitung eines BTV-14 Lebendimpfstoffes erklärbar ist 
(NOMIKOU et al. 2012, ORLOWSKA et al. 2016). 
Ein neuer BTV-4 Stamm der sich inzwischen von Süd- nach Nordeuropa ausbreitet, wurde 
im Mai 2014 von Griechenland an die OIE gemeldet (OIE 2014, KYRIAKIS et al. 2015). 
Sequenzanalysen zeigten, dass es sich bei diesem BTV-4 um eine neue, bis dato 
unbekannte Variante handelte. Das Virus stellt eine Reassortante mit Segmenten von im 
westlichen Mittelmeerraum und Nordafrika zirkulierenden BTV-1, BTV-2 und BTV-4 dar 
(ANON. 2014b, HORNYÁK et al. 2015). Seitdem breitet es sich kontinuierlich nach 
Nordwesten aus. In 2014 wurden multiple Ausbrüche aus Albanien, Bosnien, Bulgarien, 
Griechenland, Mazedonien, Montenegro Rumänien, Kroatien, Serbien, Türkei und Ungarn 
berichtet (ANON. 2014c). Im November 2015 wurde in Österreich und in Slowenien 
ebenfalls dieses BTV-4 detektiert, womit die 150 km Restriktionszone nur noch 80 km von 
der deutschen Grenze entfernt ist (FLI 2015, Abbildung 9). 
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2.9.3 BTV-8 Ausbruch in 2006 
Am 21. August 2006 wurde die BT erstmals in Deutschland amtlich festgestellt, nachdem 
sie kurz zuvor bereits in den Niederlanden und fast zeitgleich auch in Belgien und 
Frankreich aufgetreten war (VAN WUIJCKHUISE 2006, THIRY et al. 2006, TOUSSAINT 
et al. 2006, CONRATHS et al. 2007, TOUSSAINT et al. 2007, GETHMANN et al. 2010; 
siehe Abbildung 7). 
 
Abbildung 7 Verteilung bestätigter BTV-8 Ausbrüche (monatlich) in Belgien, Deutschland, Frankreich, 
Luxemburg und den Niederlanden vom 17.08.2006 bis zum 01.02.2007 (aus SAEGERMAN et al. 2008) 
 
Im Verlauf dieses Seuchenzuges breitete sich das Virus in weitere europäische Ländern 
aus (Abbildung 8). Betroffen waren Luxemburg, Großbritannien, Tschechien, Slowakei, 
Dänemark, Schweden, Schweiz, Spanien, Italien, Slowenien, Österreich, Schweden, 
Ungarn, Irland und Norwegen, wo es mit 58,3 Grad Nord seine nördlichste Ausbreitung 
erreichte (WILSON und MELLOR 2009, OIE 2009, MELLOR 2012). 
 26 
 
Abbildung 8 Die von der EUROPEAN COMMISSION (2009) ausgewiesene BTV-Restriktionszonen in 
Europa (Stand: 29.09.2009).  
 
Als Auslöser für den Seuchenzug in Mitteleuropa wurde ein BTV-8 identifiziert, welches 
bisher nur südlich der Sahara, sowie in Mittel- und Südamerika festgestellt werden konnte. 
Sequenzvergleiche auf Basis des Segments 2 ordnen das Virus der „Western Lineage“ zu. 
Die Autoren folgern aus den Daten, dass das nordeuropäische BTV-8 aus Afrika, südlich 
der Sahara stammen könnte (MAAN et al. 2008). 
SAEGERMAN et al. (2010) untersuchten den Zeitpunkt des Ersteintrages von BTV-8 in 
Belgien. Sie kommen zu dem Ergebnis, dass dieser im Frühjahr 2006 in der Gegend des 
Nationalparks Hautes Fagnes - Eifel erfolgte. MINTIENS et al. (2008) analysierten möglich 
Eintragswege. Dabei gingen die Autoren von folgender Annahme aus: Eintrag nicht vor 
dem 01.01.2006 in einem maximalen Umkreis von 20 km um dem Indexfall. Es wurden 
alle in TRACES (Trade Control and Expert System) hinterlegten Importe, alle Importe von 
Pferden anlässlich der Weltreiterspiele in Aachen und soweit möglich alle Importe von 
Sperma untersucht ohne den Eintrag zu detektieren. Die genaue Herkunft des Virus, die 
Route und der Ort des Eintrages bleiben unbekannt (MAAN et al. 2008, MINTIENS et al. 
2008, CARPENTER et al. 2009). 
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In Deutschland waren zunächst die Kreise Aachen und Düren in Nordrhein-Westfalen 
betroffen (GETHMANN et al. 2010). Noch im Jahr 2006 erfolgte eine weitere Ausbreitung 
nach Rheinland-Pfalz, Niedersachsen und Hessen mit insgesamt 807 Ausbrüchen. In den 
Niederlanden, Belgien, Deutschland, Frankreich und Luxemburg wurden in der ersten 
Vektorsaison BTV-Ausbrüche auf über 2000 Betrieben beobachtet, bevor durch kaltes 
Wetter die Übertragung aufgrund reduzierter Vektoraktivität und Virusreifung im Vektor 
unterbrochen wurde (WILSON und MELLOR 2009). Eine Untersuchung der Prävalenz im 
Rheinisch-Bergischen Kreis in NRW zeigte eine Prävalenz von 66 % im Winter 2006/2007 
(GETHMANN et al. 2010). Im Jahr 2007 zeigte sich, dass das Virus erfolgreich überwintert 
hatte. Neue Fälle von BTV-8 wurden aus allen, in 2006 betroffenen Länder sowie darüber 
hinaus aus Dänemark, der Schweiz, Tschechien und dem United Kingdom berichtet, 
insgesamt waren annähernd 60.000 Betriebe betroffenen (WILSON und MELLOR 2009). 
In Deutschland folgte ebenfalls ein starker Anstieg der Fallzahlen (20626 Fälle bis Ende 
2007) und eine bundesweite Ausbreitung. Im Winter 2007/2008 wurde noch eine große 
Zahl an BTV-Infektionen gemeldet, wobei es sich hier in der überwiegenden Zahl der Fälle 
um verspätete Meldungen und nicht um anhaltende Übertragungen handelte (WILSON 
und MELLOR 2009, GETHMANN et al. 2010). In 2008 wurde der erste BTV-8 Fall des 
Jahres aus Nordspanien gemeldet, welches eine weitere Ausbreitung des Virus nach 
Süden repräsentierte (WILSON und MELLOR 2009). Noch im Januar kam es auch zu 
Ausbrüchen in Irland, die auf den Import von BTV-RNA-negativen, seropositiven trächtigen 
Färsen zurückgeführt wurden (MENZIES et al. 2008, WILSON und MELLOR 2009). Die 
direkten (Todesfälle etc.) und indirekten Kosten (Transportbeschränkungen etc.) wurden 
allein in den Niederlanden auf etwa 50 Million € in 2006 und etwa 80 Million € in 2007 
geschätzt (WILSON und MELLOR 2009). Aufgrund dieser hohen wirtschaftlichen Schäden 
und der Unwirksamkeit der bisherigen Kontrollmaßnahmen wie Insektizideinsatz und 
Verbringungsbeschränkungen in Restriktionszonen (CARPENTER et al. 2009, 
CAPORALE und GIOVANNI 2010), einigten sich die EU Mitgliedstaaten am 16. Januar 
2008 auf eine flächendeckende Impfung gegen BTV-8 (GETHMANN et al. 2010). Dabei 
war die Art des Programmes verpflichtend (z. B. Deutschland, Österreich, Schweiz, 
Tschechei), freiwillig (z. B. England, Wales, Niederlande), erst freiwillig dann verpflichtend 
(z. B. Frankreich) oder eine Kombination (Belgien) EU weit unterschiedlich (WILSON und 
MELLOR 2009, GETHMANN et al. 2010). Nachdem die Unschädlichkeit und Wirksamkeit 
der damals nicht zugelassenen, inaktiven BTV-8-Impfstoffe gezeigt werden konnte wurde 
die Impfung in Deutschland mit der Verordnung zum Schutz vor der Blauzungenkrankheit 
verpflichtend ein- und durchgeführt (ANON. 2008c, GETHMANN et al. 2010). In der Folge 
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gingen die Ausbrüche in Deutschland im Jahr 2008/2009 deutlich zurück (3242 
Ausbrüche), die letzten sieben BTV-8 Ausbrüche wurden in Deutschland in 2009 
festgestellt (GETHMANN et al. 2010). Großbritannien erklärte sich am 05.07.2011 frei von 
BTV (ANON. 2011b). Seit dem 15. Februar 2012 sind Deutschland, Dänemark und auch 
die Benelux-Staaten, offiziell BTV frei (FLI 2012). Frankreich (exklusive Korsika) folgte am 
14.12.2012 (OIE 2012). 
In August 2015 wurde in Zentralfrankreich bei einem Widder mit klinischen Symptomen 
BTV-8 nachgewiesen (BREARD et al. 2016). BREARD et al. (2016) isolierten das Virus 
und entschlüsselten mittels Next-Generation-Sequencing (NGS) das gesamte Genom des 
Virus. Sequenzvergleiche zeigten, dass das BTV-8 Isolat aus 2015 fast identisch zu 
französischen BTV-8 Isolaten aus dem Jahr 2008 war. Aufgrund dessen gehen die 
Autoren davon aus, dass BTV-8 in Haus- und/oder Wildwiederkäuern auf niedrigem 
Niveau zirkulierte seit es 2009 letztmalig in Frankreich detektiert worden war. Der 
Ausbruch in Frankreich dauert seither an (OIE 2016, Abbildung 9). 
 
Abbildung 9 Die von der EUROPEAN COMMISSION (2016) ausgewiesene BTV-Restriktionszonen in 
Europa (Stand: 14.04.2016). 
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2.10 BTV-Diagnostik 
Der Nachweis einer BTV-Infektion kann durch den Nachweis des Erregers (direkt) oder 
der gegen den Erreger gerichteten Antikörper (indirekt) erfolgen. Aufgrund der 
Pathogenese der BTV-Infektionen ist EDTA-Blut für die Diagnostik geeignet und hat sich 
für die Routinediagnostik durchgesetzt. Die Antikörperantwort im infizierten Wirtstier setzt 
bereits 7-14 Tage nach der Infektion ein. Der Nachweis von Virus bzw. Virus-RNA im Blut 
ist bereits wenige Tage nach einer Infektion möglich (Abbildung 10). 
 
Abbildung 10 „Zeitschiene“ für den Nachweis einer BTV-Infektion im Blut (ESCHBAUMER 2010) 
 
2.10.1 Indirekter Erregernachweis - Antikörpernachweis 
BTV-Antikörper können unter experimentellen Bedingungen bereits ein bis zwei Wochen 
nach der Infektion im Blut nachgewiesen werden. In experimentellen Studien wurden die 
höchsten Titer von den verschiedenen Spezies jeweils unterschiedlich schnell erreicht, bei 
Schafen (10 dpi), Rindern (18 dpi) und Rotwild (17-28 dpi) relativ schnell, während 
Neuweltkameliden (35-48 dpi) und Altweltkameliden (41 dpi) etwas länger benötigten 
(AFSHAR et al. 1995, DARPEL et al. 2007, LÓPEZ-OLVERA et al. 2010, BATTEN et al. 
2011, SCHULZ 2012). 
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Ein klassisches serologisches Nachweisverfahren zum Nachweis von BTV-Antikörpern in 
Seren ist der Serumneutralisationstest (SNT). Im SNT kann speziell die neutralisierende 
Aktivität der im Serum enthaltenen virusneutralisierenden Antikörper nachgewiesen 
werden. Er wird seit den 50-er Jahren zum Nachweis serotypspezifischer Antikörper 
eingesetzt, eignet sich aber auf Grund des hohen Arbeitsaufwandes, nur für kleinere 
Serien bzw. spezielle Fragestellungen (MERTENS et al. 2009). 
In der veterinärmedizinischen Routinediagnostik wurden klassischen Verfahren 
weitestgehend durch den Enzyme Linked Immunosorbent Assay (ELISA) abgelöst. Dieser 
zeichnet sich durch eine einfache Durchführung, eine mögliche Automatisierbarkeit in 
Verbindung mit einer hohen Spezifität und Sensitivität aus und ist ein gut etabliertes 
Standarduntersuchungsverfahren. Der Nachweis von BTV-Infektionen ist mit den 
verfügbaren ELISA-Tests bereits wenige Tage nach einer Infektion möglich (BATTEN et 
al. 2008b; OURA et al. 2009). Eine Differenzierung des Serotyps ist mit den verfügbaren 
ELISA nicht möglich. Als Probenmaterial kann neben Serum und Plasma auch Milch 
verwendet werden. 
Alle serologischen Nachweisverfahren weisen Antikörper einer Feldvirusinfektion und 
einer durchgeführten Vakzination nach, wobei aufgrund des Fehlens von Markervakzinen 
nicht zwischen Impf- und Infektionsantikörpertiter unterschieden werden kann. 
2.10.2 Direkter Erregernachweis - Virusnachweis 
Der Nachweis von Virus bzw. Virus-RNA im Blut von Wiederkäuern ist bereits wenige 
Tage nach einer Infektion (Abbildung 10), mittels Virusanzucht bzw. Genomnachweis 
möglich. Der Nachweis von BTV-Genom ist mittels RT-qPCR auch noch bis zu 7 Monaten 
nach der Infektion möglich (BONNEAU et al. 2002, ESCHBAUMER 2010). 
Die Anzüchtung des BTV bereitet teilweise Schwierigkeiten, wenn die Feldstämme nicht 
durch initiale Passagen z. B. im embryonierten Hühnerei (oder in Insektenzelllinien) an die 
Zellkultur adaptiert wurden (GOLDSMIT und BARZILAI 1968, SAWYER und OSBURN 
1977, WECHSLER und MCHOLLAND 1988, CLAVIJO et al. 2000, MERTENS et al. 2009, 
WORWA et al. 2010). Die Virusanzucht im Brutei gilt als die sensitivste Methode und kann 
durch intravaskuläre Inokulation in embryonierten Hühnereiern erfolgen (CLAVIJO et al. 
2000, OIE 2011). Es stehen aber auch eine Reihe von permanenten Säuger- und 
Insektenzelllinien zur Verfügung, weit verbreitet sind Vero, BHK-21 und KC-Zellen 
(MERTENS et a. 1996, VERWOERD und ERASMUS 2004, ESCHBAUMER 2010, 
BATTEN et al. 2011). Wenn im Blut nur geringe Viruslasten nachweisbar sind, 
beispielsweise bei schon länger zurückliegenden Infektionen, kann eine Virusisolation im 
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Tierversuch gelingen (GARD et al. 1988). Der große Vorteil einer Virusisolation, ist der 
Nachweis eines intakten vermehrungsfähigen Virus. Dem steht ein hoher Aufwand an 
Personal, Zeit und Laborequipment gegenüber (MERTENS et al. 2009), weshalb in den 
Routinediagnostiklaboren der Fokus auf den molekularbiologischen Nachweis des BTV 
gelegt wird. Der Genomnachweis mittels Polymerasekettenreaktion (engl.: polymerase 
chain reaction, PCR) ist sensitiver, spezifischer, besser standardisier- und automatisierbar 
(BONNEAU et al. 2002, TOUSSAINT et al. 2007, HOFFMANN et al. 2009). Für den 
Nachweis von BTV-spezifischer RNA im Probenmaterial wird nach der 
Nukleinsäureextraktion aus dem entsprechenden Probenmaterial (Blut oder Organe) die 
RNA mittels Reverser Transkription (RT) in cDNA umgeschrieben und anschließend in der 
PCR vervielfältigt, wodurch der Genomnachweis ermöglicht wird. Die TaqMan®-basierte 
real-time RT-PCR oder RT-quantitative PCR (RT-qPCR) ermöglicht, unter Verwendung 
Fluoreszenzfarbstoff-markierter Sonden, die Detektion der vervielfältigten 
Nukleinsäureabschnitte in Echtzeit. 
Die RT-qPCR kann in Abhängigkeit von ihrem Design sowohl für den Nachweis aller 
BTV-Serotypen als pan-BTV-PCR-System (Nutzung konservierter Regionen des S1- bzw. 
S5-Segmentes (SHAW et al. 2007; TOUSSAINT et al. 2007; BATTEN et al. 2008b) oder 
auch zur Unterscheidung verschiedener Serotypen bzw. Serotyp-Gruppen des BTV 
(S2-Segment) eingesetzt werden (TOUSSAINT et al. 2007, VANDENBUSSCHE et al. 
2009, HOFFMANN et al. 2009, MAAN et al. 2012b). 
2.11 Bekämpfung - Impfung 
Die Schutzmaßnahmen sind abhängig von der epidemiologischen Situation eines Landes. 
So ist eine Eradikation in Endemiegebieten, aufgrund des ubiquitären Vorkommens von 
Virus und Vektor, des breiten Wirtsspektrums und des gleichzeitigen Auftretens mehrerer 
Serotypen nur schwer möglich (DUNGU et al. 2004). 
Die Impfung gegen BTV ist aktuell die zentrale Maßnahme zur Bekämpfung der BT. Dabei 
gibt es zwei verschiedene Vakzinetypen. Die modifizierten Lebendvakzinen (MLV) waren 
anfänglich die einzig verfügbaren Vakzinen (ZIENTARA und SÁNCHEZ-VIZCAÍNO 2013). 
MLV´s induzieren typischerweise eine starke Immunantwort und schützen effektiv vor den 
klinischen Symptomen der BT (ZIENTARA und SÁNCHEZ-VIZCAÍNO 2013). Allerdings 
kann MLV-Virus von Vektoren aufgenommen und wie ein Feldstamm verbreitet werden. 
Es besteht weiterhin die Gefahr eines Reassortments mit einem Wildtypstamm wie auch 
das Risiko transplazentarer Übertragung (BATTEN et al. 2008b, MACLACHLAN et al. 
2000, KIRKLAND und HAWKES 2004, WILSON und MELLOR 2009). Im Gegensatz zu 
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anderen Ländern der EU wurde in Italien im Jahr 2001 aufgrund des Eintrags von vier 
BTV-Serotypen (BTV-2, BTV-4, BTV-9 und BTV-16) innerhalb von nur kurzer Zeit eine 
Impfkampagne mit Lebendvakzinen durchgeführt. Dabei kam es sowohl zur Ausbreitung 
der Vakzinestämme (FERRARI et al. 2005, BARROS et al. 2007) als auch zum Auftreten 
von Reassortanten (BATTEN et al. 2008b). Letzteres wird von CAPORALE und 
GIOVANNI (2010) bezweifelt und mit einem ungenügenden Attenuierungsprozess des 
Impfvirus erklärt. Diese Nachteile entfallen bei inaktivierten Vakzinen. Hier ist das 
Problem, dass nicht für alle Serotypen derartige Vakzine zur Verfügung stehen, wie auch 
zu Beginn des BTV-8-Ausbruchs. Anfang 2008 wurde die Sicherheit der ab da zwar 
verfügbaren aber nicht zugelassenen Impfstoffe in Feldstudien getestet (GETHMANN et 
al. 2009, ESCHBAUMER et al. 2009). Dabei wurde die Unschädlichkeit und Wirksamkeit 
festgestellt und es konnte die flächendeckende verpflichtende Impfung eingeführt werden 
(ANON. 2008c, GETHMANN et al. 2010). Inzwischen gibt es neben BTV-8 ebenfalls 
inaktivierten Vakzinen gegen BTV-1, BTV-2, BTV-4, BTV-9 (ZIENTARA und SÁNCHEZ-
VIZCAÍNO 2013). Nachteile der inaktivierten Vakzinen: sie sind sehr teuer, nicht für alle 
Serotypen verfügbar und induzieren nur eine eingeschränkte vorübergehende Immunität 
(ZIENTARA et al. 2010, ZIENTARA und SÁNCHEZ-VIZCAÍNO 2013). 
Neben der Impfung stellt die Beschränkung von Tiertransporten der empfänglichen 
Spezies eine wichtige Maßnahme dar (CAPORALE und GIOVANNI 2010). Vektor-basierte 
Kontrollstrategien hingegen sind aufgrund der enormen Anzahl und Vermehrungsrate der 
Vektoren maximal als begleitende Maßnahme zu betrachten (ZIENTARA und SÁNCHEZ-
VIZCAÍNO 2013). 
 
2.12 Stand der Thüringer Wildhaltung 2009 
 
Die landwirtschaftliche Wildwiederkäuerhaltung (Gehegewild) ist ein Produktionszweig der 
Landwirtschaft, in dem Wildtiere mit dem vorrangigen Ziel der Fleischerzeugung und der 
Landschaftspflege gehalten werden. In Thüringen werden hauptsächlich Dam-, Rot-, Sika- 




Abbildung 11 Wildhaltung in TH 2009 (ANON. 2010) 
Der Anteil des Gehegewildes am gesamten Wildfleischaufkommen in Thüringen lag 
2008/2009 bei ca. 8,5 % und 2009/2010 bei ca. 10,5 % (ANON. 2010, Kästner 2010, siehe 
Abbildung 12). 
 
Abbildung 12 Wildfleischaufkommen 2008/2009 in Thüringen (ANON. 2010); dt JG = Dezitonnen (dt) 
Jagdgewicht (mit Kopf und Läufen) 
 
Im Jahr 2014 produzierten Thüringer Wildbetriebe (266 Betriebe), auf ca. 1090 ha 
Gatterfläche mit über 4900 adulten weiblichen Zuchttieren, Wildfleisch. Als Marktnische 
stellt die landwirtschaftliche Wildwiederkäuerhaltung eine Einkommensalternative in der 
Landwirtschaft, nicht nur in Thüringen, dar (ANON. 2015). 
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3 Material und Methoden 
Ab dem Jahr 2008 wurde in Thüringen ein Wildwiederkäuermonitoring zum Nachweis von 
BTV-8 durchgeführt. Mit dem Erlass zur „Durchführung von Untersuchungen auf BTV-8 bei 
Wildwiederkäuern“ (ANON. 2008a) wurde festgelegt, dass jährlich alle im Rahmen des 
Chronic Wasting Disease (CWD)-Monitoring erlegten Hirschartigen (ca. 70 Stück), 
Gehegewild im Rahmen der Schlachttier- und Fleischuntersuchung (ca. 900 Stück), in 
Thüringen erlegte Tiere aus Wildfleischzerlegebetrieben und von Wildfleischhändlern (ca. 
2000 Stück) und alle erlegten Mufflons (ca. 1200 Stück) zu beproben sind. Ausgehend von 
einer jährlichen Jagdstrecke für Rot-, Dam-, Reh- und Muffelwild von zirka 40000 Stück 
sollten so etwa 10 Prozent dieser Tiere in die Untersuchungen einbezogen werden, um die 
Verbreitung des BTV-8 in der Thüringer Wildwiederkäuerpopulation zu dokumentieren. 
Bei Gehegewild sollten vor allem Rot-, Dam- und Muffelwild, Bison, Wisent untersucht 
werden, bei den Wildtieren hauptsächlich Rot-, Dam-, Reh- und Muffelwild. Des Weiteren 
konnten auch empfängliche Zootierarten der Familien Antilocapridae, Bovidae, Cervidae, 
Giraffidae, Moschidae, Camelidae eingesendet werden. 
Die Bearbeitung und Untersuchung der Proben erfolgte dabei weitgehend im 
Routinelaborbetrieb. 
 
3.1 Vorgaben zur Probenahme 
Es wurde ein Hinweisblatt zu Probenahme und -versand mit Informationen zu den zu 
beprobenden Tierarten, zu Dokumentation und Untersuchungsmaterial, Lagerung und 
Transport der Proben, zu Probengefäßen und Ansprechpartnern erstellt (Abbildung 13). 
Das Hinweisblatt wurde über die zuständigen Veterinärämter und Jagdbehörden verteilt. 
Die Probenahmegefäße, Umverpackungen und Untersuchungsaufträge wurden im 
Thüringer Landesamt für Lebensmittelsicherheit und Verbraucherschutz (TLLV) 
bereitgestellt und konnten von den Veterinärämtern nach Bedarf abgerufen und an die 









In Vorversuchen mit Probenpaaren (Zwerchfellpfeiler und Serum/Plasma) aus BTV-
Infektionsversuchen von Rindern und Schafen (bereitgestellt von B. Hoffmann, NRL BTV, 
FLI) konnte gezeigt werden, dass bei Vorliegen einer Reaktivität in Serum oder Plasma mit 
dem VMRD BTV cELISA (VMRD Inc., Washington, USA; Zulassungsnummer: FLI-B 457), 
bei Rindern ca. 70 % und bei Schafen ca. 80 % der Proben auch eine Reaktivität im 
Fleischsaft (FS) aufwiesen. Proben ohne Reaktivität in Serum oder Plasma wiesen auch 
keine Reaktivität im Fleischsaft auf. Für Blut und FS wurden einheitliche 
Validierungskriterien und Grenzwerte gemäß Herstellerangaben verwendet. Es wurde von 
einer grundsätzlichen Eignung von Fleischsaft zur serologischen BTV-Diagnostik bei 
Wiederkäuern ausgegangen. 
 
3.3 Eingang, Registrierung und Vorbereitung der Proben 
Die Proben wurden nach dem Eingang registriert und die Daten (Tierart, Erlegungsort 
und -zeitpunkt) aus den Untersuchungsaufträgen und den Wildursprungsscheinen (WUS) 
im Laborinformations- und Managementsystem (LIMS) erfasst. Im Labor erfolgte die 
Sichtung und Prüfung der Proben auf Vollständigkeit (Anzahl) und Qualität 
(Probenbeschaffenheit und Menge, Besonderheiten), sowie die fortlaufende Erfassung der 
Einsendungen in einer separaten Liste. 
 
3.3.1 Probenmaterial  
Es wurden aus allen Landkreisen Thüringens Proben zur Untersuchung eingesandt. Aus 
den Einsendungen standen Blutproben (EDTA-Blut oder Vollblut), Muskulatur und Milz für 
die Untersuchung zur Verfügung, wobei das Gros der Einsendungen aus nur einer 
Probenart (Blut oder Muskulatur) bestand. 
Die Blutproben wurden bis zu 2 Wochen bei 5  3 °C und danach bei ≤ -18 °C gelagert. 
Alle anderen Proben wurden innerhalb von 24 Stunden bei 5  3 °C, darüber hinaus bei 
≤ -18 °C gelagert. 
 
3.3.2 Fleischsaftgewinnung 
Aus den eingesandten Muskelfleischproben wurde der für die Untersuchung verwendete 
Fleischsaft (FS) gewonnen. Die Einsendung erfolgte teilweise in Bechern, Tüten oder in 
Fleischsafttrichtern (FST) (Abbildung 14, Fleischsafttrichter montiert mit Barcode-Etikett 
mit Abriss, Firma Kabe Labortechnik, Nümbrecht). Bei Proben, die sich nicht bereits in den 
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FST befanden, wurden die Muskelfleischproben bei starker Verunreinigung mit Blut vor 
der weiteren Verarbeitung grob gereinigt, in Stücke mit einer Kantenlänge von ca. drei 
Zentimeter geschnitten und in die vormontierten barcodierten Fleischsafttrichter überführt. 
Bis zur weiteren Bearbeitung wurden die FST auf Ständern gesammelt und bei ≤ -18 °C 
eingefroren. 
Um FS zu gewinnen wurden mindestens drei Einfrier-/Auftauzyklen durchgeführt. Hierzu 
wurden die Ständer für etwa drei Stunden in einer Kühltruhe (≤ -18 °C) gelagert und 
anschließend zirka 60 Minuten bei Raumtemperatur (18 bis 20 °C) aufgetaut. Beim 
Auftauen sammelte sich der FS in der unter dem Trichter montierten Röhre, wurde 
anschließend in beschriftete, wiederverschließbare Reaktionsgefäße (Fa. Eppendorf AG, 
Hamburg) überführt und bis zur weiteren Verwendung bei ≤ -18 °C eingefroren. 
Muskelfleischproben, aus denen nicht mindestens 0,5 ml Fleischsaft gewonnen werden 
konnten, wurden als leer gewertet. 
 
 
Abbildung 14 Fleischsafttrichter montiert, mit Barcode-Etikett mit Abriss (Fa. Kabe) 
 
3.4 Erregernachweis 
Die EDTA-Blutproben wurden auf BTV-Genom und Antikörper gegen das BT-Virus 
untersucht. Die Milzen wurden auf BTV-Genom und der aus den Muskelfleischproben 
gewonnene FS auf Antikörper gegen BTV untersucht. 
 
3.4.1 Indirekter Erregernachweis – Nachweis von BTV-Antikörpern 
Der Antikörpernachweis aus FS und Blutproben erfolgte mittels der vom FLI zugelassenen 
ELISA, VMRD BTV cELISA (VMRD Inc., Washington, USA; Zulassungsnummer: 
FLI-B 457) beziehungsweise PrioCHECK® BTV DR (Prionics AG, Schlieren-Zurich, 
Fleischsafttrichter (FST) 
montierte Röhre mit Barcode-Etikett 
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Schweiz; Zulassungsnummer: FLI-B 483) nach Herstellerangaben. Die Extinktionswerte 
der Proben und Kontrollen wurden im ELISA-Lesegerät (Sunrise RC TW, Tecan Group 
AG, Männedorf, Schweiz) gemessen und nach Herstellerangaben ausgewertet und 
validiert. Für den FS wurden ebenfalls die für Blutproben angegebenen 
Validierungskriterien und Grenzwerte verwendet. 
Positive Erstuntersuchungen wurden durch Wiederholung, nach Möglichkeit im jeweils 
anderen Testsystem, bestätigt. Es wurden ausschließlich Proben mit einer positiven 
Bestätigungsuntersuchung als BTV-Antikörper-Positiv gewertet. 
 
3.4.2 Direkter Erregernachweis - Nachweis von BTV-Genom 




Es wurden maximal bis zu 5 EDTA-Blutproben gepoolt. Die Milzproben wurden vor der 
Nukleinsäureextraktion homogenisiert. Hierzu wurde mit einer Schere etwa 0,5 bis 1 g 
Probenmaterial aus verschiedenen Bereichen entnommen und in ein 13 ml Polypropylen 
Röhrchen mit Skalierung (Fa. Sarstedt AG & Co., Nümbrecht) gegeben. Die weitere 
Zerkleinerung erfolgte manuell mit einer Schere und nach Zugabe von 
phosphatgepufferter Salzlösung (dulbecco’s phosphate buffered saline (PBS), Fa. 
Biochrom AG, Berlin), in einem Verhältnis von 1:5 bis 1:10, maschinell für 10-20 Sekunden 
bei etwa 13500 U/min (Stufe 3) mit einem Dispergiergerät (Ultra Turrax® T25, Fa. IKA®-
Werke GmbH & Co. KG, Staufen). Anschließend wurden die Röhrchen für 20 Minuten bei 
3000 U/min und 4 °C in einer Kühlzentrifuge zentrifugiert (Centrifuge 5810 R, Fa. 




Die Nukleinsäureextraktion erfolgte manuell mit dem QIAamp® Viral RNA Mini Kit (Fa. 
QIAGEN, Hilden) oder automatisiert auf dem KingFisher™ mL (Thermo Fisher Scientific 
Inc., Waltham (USA)) mit dem INSTANT Virus RNA Kit - KFml (Fa. Analytic Jena AG, 
Jena). Die Extraktion erfolgte jeweils gemäß Herstellerangaben. 
Vor der Nukleinsäureextraktion wurden die Proben (Blut und Organe) und in-vitro 
transkribierte heterologe Kontroll-RNA (INTYPE® IC RNA, Fa. QIAGEN) zum Lysepuffer 
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zugegeben. Neben den zu extrahierenden Proben wurde in jedem Ansatz mindestens ein 
bereits negativ getestetes Untersuchungsmaterial als RNA-Isolierungskontrolle mitgeführt. 
 
3.4.2.3 Genomnachweis (RT-qPCR) 
Zum BTV-Genomnachweis wurden alle Proben mit einem vom Nationalen Referenzlabor 
(NRL) für BTV am Friedrich-Loeffler-Institut (FLI) empfohlenen RT-qPCR-System 
(pan-BTV-S5-Assay) untersucht, welches den sensitiven und spezifischen Nachweis von 
Genomsequenzen aller bis dato bekannten Serotypen des BTV ermöglicht (TOUSSIANT 
et al. 2007). Der pan-BTV-S5-Assay wurde als duplex RT-qPCR mit einer internen 
Kontrolle (IC-EGFP, basierend auf der INTYPE® IC RNA (Fa. QIAGEN)) kombiniert. Die 
interne Kontrolle diente als Extraktions- und Amplifikationskontrolle und wurde im 
pan-BTV-S5-Assay mit einem eigenen Primer-Sonden-System co-amplifiziert (Hoffmann 
et al. 2006). Die Oligonukleotide (Primer und Sonden) wurden bei MWG-Eurofins-Operon 
(Eurofins Genomics, Ebersberg) bestellt (Tabelle 4).  
Die lyophilisiert gelieferten Oligonukleotide wurden in einer Standardkonzentration von 
100 pmol/µl in TE-Puffer, pH 8,0 (TE Buffer 1 x, Fa. Promega, Fitchburg (USA)) gelöst, 
alliquotiert und bis zur weiteren Verwendung bei ≤ -18 °C gelagert. 
Tabelle 4 Sequenzen der verwendete Primer und Sonden (ROT: LNA-Basen in der pan-BTV-S5-Sonde) 
Target Primer/Sonde Sequenz 5´-3´ Quelle 
BTV 
(pan-BTV) 
BTV-S5-F_1-19 GGC AAC YAC CAA ACA TGG A 
Toussiant et al. 2007  BTV-S5-R_76-57 AAA GTY CTC GTG GCA TTW GC 
BTV-S5-FAM 
FAM-CYC CALC TGLA TRT TLGT ALTT 
LTTLC TCA A-TAMRA 
IC-EGFP 
EGFP-11-F CAG CCA CAA CGT CTA TAT CAT G 
Hoffmann et al. 2006 EGFP-10-R CTT GTA CAG CTC GTC CAT GC 
EGFP-1-HEX 





Tabelle 5 Herstellung der Primer-Sonden-Mixe (PSM) für die pan-BTV-S5 duplex-RT-qPCR mit IC-EGFP 
Primer-Sonden-Mix 1 (pan-BTV) Volumen Konzentration pro µl PSM 
BTV-S5-F (100 pmol/µl) 30 µl 15 pmol Primer 
BTV-S5-R (100 pmol/µl) 30 µl 15 pmol Primer 
BTV-S5-Fam (100 pmol/µl) 2,5 µl 1,25 pmol Sonde 
TE-Puffer (pH 8,0) 137,5 µl  
Total Volumen Primer-Sonden-Mix 1: 200 µl  
Primer-Sonden-Mix 2 (IC-EGFP)   
EGFP-11 F (100 pmol/µl) 5 µl 2,5 pmol f-Primer 
EGFP-10 R (100 pmol/µl) 5 µl 2,5 pmol f-Primer 
EGFP-Hex (100 pmol/µl) 2,5 µl 1,25 pmol Sonde 
TE-Puffer ( pH 8,0) 187,5 µl  
Total Volumen Primer-Sonden-Mix 2: 200 µl  
 
Die pan-BTV-S5 duplex-RT-qPCR mit IC-EGFP wurde als One-Step-PCR mit dem 
SuperScript® III One-Step RT-PCR System with Platinum® Taq DNA Polymerase (Fa. 
Invitrogen™, Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham (USA)) durchgeführt. Der PCR-
Mastermix hatte für jede Reaktion ein Gesamtvolumen von 20 µl und enthielt die 
folgenden Komponenten: 2,5 µl Aqua bidest., 12,5 µl 2x Reaction Mix, jeweils 2 µl der 
Primer-Sonden-Mixe 1 und 2 und 1 µl SS III RT/Platinum Taq-Mix (Tabelle 6). 
Tabelle 6 PCR-Mastermix für die pan-BTV-S5 duplex-RT-qPCR mit IC-EGFP 
PCR-Mastermix 1x 
RNase freies Wasser 2,5 µl 
2x Reaction Mix 12,5 µl 
SS III RT/Platinum Taq-Mix 1,0 µl 
Primer-Sonden-Mix 1 (pan-BTV) 2,0 µl 
Primer-Sonden-Mix 2 (IC-EGFP) 2,0 µl 
Total Volumen Mastermix: 20 µl 
+ Template (Proben- oder Kontroll-RNA) 5 µl 
Gesamtreaktionsvolumen 25 µl 
 
Um trotz der doppelsträngigen RNA des BTV eine optimale Anlagerung der Primer für die 
Reverse Transkription (RT) zu gewährleisten, wurde das Template vor Zugabe des 
Mastermixes separat hitzedenaturiert. Dafür wurde je Reaktion 5 µl Template in einer 
PCR-Mikrotiterplatte (MTP) vorgelegt. Diese wurde mittels adhäsiver PCR-Folie reversibel 
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verschlossen. Anschließend wurde die MTP für 2 Minuten bei 95 °C im Thermozykler 
(Mastercycler, Fa. Eppendorf AG) inkubiert. Danach wurde die MTP für 20 Sekunden in 
einen Styroporbehälter gestellt, dessen Boden mit Flüssigstickstoff bedeckt war und 
anschließend in ein Kühlrack (MTP cooling-rack, Fa. Eppendorf AG, Hamburg) gesetzt. 
Nach dem Entfernen der Folie wurde in jede Kavität 20 µl Mastermix zu dem denaturierten 
Template gegeben und die MTP mit einer neuen Folie verschlossen. Für die PCR wurde 
die MTP in einen Real-time-Thermozykler (ABI 7500, Thermo Fisher Scientific Inc.) 
verbracht und das RT-qPCR-Programm gestartet (Tabelle 7). 
Tabelle 7 RT-qPCR-Programm für die pan-BTV-S5 duplex-RT-qPCR mit IC-EGFP 
Schritt Zeit Temperatur Anzahl 
Reverse Transkription (RT) 1800 sec 50 °C 1 
Inaktivierung RT / Aktivierung Taq-Polymerase 120 sec 94 °C 1 
Denaturierung 30 sec 94 °C 
42 Annealing 32 sec 58 °C 
Elongation 30 sec 68 °C 
Halten bis ∞ 4 °C 1 
 
In jedem PCR-Lauf wurden Kontrollen zur Qualitätssicherung mitgeführt (Tabelle 8). 
Tabelle 8 Eingesetzte Kontrollen zur „Qualitätssicherung“ in der molekularen BTV-Diagnostik 
Kontrollen Art Überprüfter Schritt 
Interne Kontrolle Interne Kontrolle 





Kontamination in Extraktion, RT 
und PCR 
Positivkontrolle BTV positive Nukleinsäure 
Funktion des spezifischen 
Detektionssystems 
Negativkontrolle Negative Nukleinsäure oder H20 Kontamination in PCR 
No Template Control 
Kein Template, 
nur PCR-Mastermix 





4.1 Einsendungen (Tier- und Probenarten)  
4.1.1 Einsendungen im Jagdjahr 2008/09 
Im Jagdjahr (JJ) 2008/09 gab es insgesamt 2157 Einsendungen mit 1422 Blut- und 1997 
Muskelfleischproben. Das Muffelwild nahm einen Anteil von 16,2 %, Damwild von 46,2 %, 
Rotwild von 12,4 %, Rehwild von 23,9 %, Sikawild von 0,6 % und Tiere ohne Angabe 
(o. A.) 0,7 % an den Einsendungen ein. 
Tabelle 9 Probeneinsendungen im Rahmen des BTV-Wildwiederkäuermonitoring im Jagdjahr 2008/09 
JJ 2008/09 
Einsendungen Probenarten 
Anzahl Anteil Blut Muskel 
Muffelwild 350 16,2 % 233 248 
Damwild 996 46,2 % 936 953 
Rotwild 268 12,4 % 171 258 
Rehwild 515 23,9 % 60 512 
Sikawild 12 0,6 % 10 11 
ohne Angabe 16 0,7 % 12 15 
Summe 2157 100,0 % 1422 1997 
 
 















4.1.2 Einsendungen im Jagdjahr 2009/10 
Im Jagdjahr 2009/10 gab es insgesamt 1220 Einsendungen mit 871 Blut- und 1139 
Muskelfleischproben. Das Muffelwild nahm einen Anteil von 10,0 %, Damwild von 56,1 %, 
Rotwild von 11,6 %, Rehwild von 21,1 %, Sikawild von 0,2 % und Tiere ohne Angabe 
1,1 % an den Einsendungen ein. 
Tabelle 10 Probeneinsendungen im Rahmen des BTV-Wildwiederkäuermonitoring im Jagdjahr 2009/10 
JJ 2009/10 
Einsendungen Probenarten 
Anzahl Anteil Blut Muskel 
Muffelwild 122 10,0 % 72 79 
Damwild 685 56,1 % 649 665 
Rotwild 141 11,6 % 94 137 
Rehwild 257 21,1 % 43 243 
Sikawild 2 0,2 % 2 2 
ohne Angabe 13 1,1 % 11 13 
Summe 1220 100,0 % 871 1139 
 
 















4.1.3 Einsendungen im Jagdjahr 2010/11 
Im Jagdjahr 2010/11 gab es insgesamt 827 Einsendungen mit 242 Blut- und 786 
Muskelfleischproben. Das Muffelwild nahm einen Anteil von 9,2 %, Damwild von 17,4 %, 
Rotwild von 3,7 %, Rehwild von 68,4 % (eine Verdopplung gegenüber dem Vorjahr), 
Sikawild von 0,7 % und Tiere ohne Angabe 0,5 % an den Einsendungen ein. 
Tabelle 11 Probeneinsendungen im Rahmen des BTV-Wildwiederkäuermonitoring im Jagdjahr 2010/11 
JJ 2010/11 
Einsendungen Probenarten 
Anzahl Anteil Blut Muskel 
Muffelwild 76 9,2 % 49 48 
Damwild 144 17,4 % 136 139 
Rotwild 31 3,7 % 18 31 
Rehwild 566 68,4 % 29 561 
Sikawild 6 0,7 % 6 6 
ohne Angabe 4 0,5 % 4 1 
Summe 827 100,0 % 242 786 
 
 















4.1.4 Einsendungen im Untersuchungszeitraum (JJ 08/09 bis JJ 10/11) 
Im gesamten Untersuchungszeitraum (01. April 2008 bis 31. März 2011) wurden 4204 
Einsendungen im Rahmen des BTV-Wildwiederkäuermonitoring an das TLV gesandt. 
Diese Einsendungen enthielten 2535 Blut- und 3922 Muskelfleischproben. Muffelwild 
nahm einen Anteil von 13,0 %, Damwild von 43,4 %, Rotwild von 10,5 %, Rehwild von 
31,8 %, Sikawild von 0,5 % und Tiere ohne Angabe 0,8 % an den Einsendungen ein. 
Tabelle 12 Probeneinsendungen im Rahmen des BTV-Wildwiederkäuermonitoring JJ 08/09 bis JJ 10/11 
 
Einsendungen Probenarten 
Anzahl Anteil Blut Muskel 
Muffelwild 548 13,0 % 354 375 
Damwild 1825 43,4 % 1721 1757 
Rotwild 440 10,5 % 283 426 
Rehwild 1338 31,8 % 132 1316 
Sikawild 20 0,5 % 18 19 
ohne Angabe 33 0,8 % 27 29 
Summe 4204 100,0 % 2535 3922 
 
 















4.2 Probeneinsendung / Probenarten 
Im gesamten Untersuchungszeitraum wurden 2535 Blut- und 3922 Muskelfleischproben 
eingesandt. Von diesen Proben gelangten alle 2535 Blutproben und 3480 
Fleischsaftproben, welche aus den 3922 Muskelproben gewonnen wurden, zur 
Untersuchung auf BTV. Die auf die einzelne Tierart entfallende Anzahl ist in Tabelle 13 
aufgeführt.  
Tabelle 13 Probeneinsendungen im JJ 08/09 bis JJ 10/11 und Anzahl der einzelnen Tierarten 
Tierart Blut Muskel Fleischsaft 
Muffelwild 354 375 328 
Damwild 1721 1757 1595 
Rotwild 283 426 405 
Rehwild 132 1316 1115 
Sikawild 18 19 15 
ohne Angabe 27 29 22 
Summe 2535 3922 3480 
 




























4.2.1 Probeneinsendungen / untersuchte Probenarten im Jagdjahr 2008/2009 
Im Jagdjahr 2008/09 wurden insgesamt 1422 Blutproben und 1997 Muskelfleischproben, 
aus denen 1755 Fleischsaftproben gewonnen werden konnten, eingesandt, 242 Proben 
wurden als leer gewertet. Zur Untersuchung kamen 1422 Blutproben und 1755 
Fleischsaftproben (Tabelle 14). Der Anteil als leer gewerteter Proben lag beim Muffelwild 
bei 14,1 %, beim Damwild bei 9,8 %, beim Rotwild bei 7,8 % und beim Rehwild bei 
16,8 %. 
Tabelle 14 Eingesandte Blut- und Muskelfleischproben, gewonnener Fleischsaft (FS), leere Proben und 
Anteil leerer Proben im Jagdjahr 2008/09 (nach Tierarten) 
JJ 08/09 Blut Muskel FS leer Anteil leer 
Muffelwild 233 248 213 35 14,1 % 
Damwild 936 953 860 93 9,8 % 
Rotwild 171 258 238 20 7,8 % 
Rehwild 60 512 426 86 16,8 % 
Sikawild 10 11 10 1 / 
ohne Angabe 12 15 8 7 / 
Summe 1422 1997 1755 242 12,1 % 
 
4.2.2 Probeneinsendungen / untersuchte Probenarten im Jagdjahr 2009/2010 
Im Jagdjahr 2009/10 wurden insgesamt 871 Blutproben und 1139 Muskelfleischproben, 
aus denen 1053 Fleischsaftproben gewonnen werden konnten, eingesandt, 86 Proben 
wurden als leer gewertet. Zur Untersuchung kamen 871 Blut- und 1053 Fleischsaftproben 
(Tabelle 15). Der Anteil als leer gewerteter Proben lag beim Muffelwild bei 11,4 %, beim 
Damwild bei 8,7 %, beim Rotwild bei 0.7 % und beim Rehwild bei 7,4 %. 
Tabelle 15 Eingesandte Muskelfleischproben, gewonnener Fleischsaft (FS), leere Proben und Anteil leerer 
Proben im Jagdjahr 2009/10 (nach Tierarten) 
JJ 09/10 Blut Muskel FS leer Anteil leer 
Muffelwild 72 79 70 9 11,4 % 
Damwild 649 665 607 58 8,7 % 
Rotwild 94 137 136 1 0,7 % 
Rehwild 43 243 225 18 7,4 % 
Sikawild 2 2 2 0 / 
ohne Angabe 11 13 13 0 / 




4.2.3 Probeneinsendungen / untersuchte Probenarten im Jagdjahr 2010/2011 
Im Jagdjahr 2010/11 wurden insgesamt 242 Blutproben und 786 Muskelfleischproben, aus 
denen 672 Fleischsaftproben gewonnen werden konnten, eingesandt, 114 Proben wurden 
als leer gewertet. Zur Untersuchung kamen 242 Blut- und 672 Fleischsaftproben (Tabelle 
16). Der Anteil als leer gewerteter Proben lag beim Muffelwild bei 6,3 %, beim Damwild bei 
7,9 %, beim Rotwild bei 0 % und beim Rehwild bei 17,3 %. 
Tabelle 16 Eingesandte Muskelfleischproben, gewonnener Fleischsaft (FS), leere Proben und Anteil leerer 
Proben im Jagdjahr 2010/11 (nach Tierarten) 
JJ 10/11 Blut Muskel FS leer Anteil leer 
Muffelwild 49 48 45 3 6,3 % 
Damwild 136 139 128 11 7,9 % 
Rotwild 18 31 31 0 0,0 % 
Rehwild 29 561 464 97 17,3 % 
Sikawild 6 6 3 3 / 
ohne Angabe 4 1 1 0 / 
Summe 242 786 672 114 14,5 % 
 
4.2.4 Einsendungen von Muskelfleischproben (Fleischsaft als Probenmatrix) 
Im gesamten Untersuchungszeitraum wurden insgesamt 3922 Muskelfleischproben 
eingesandt, aus denen 3480 Fleischsaftproben gewonnen werden konnten, 442 Proben 
wurden insgesamt als leer gewertet. Der Anteil an Einsendungen, aus denen kein 
Fleischsaft gewonnen werden konnte lag bei Muffel-, Dam-, Rot- und Rehwild im Schnitt 
bei 11,1 % (431/3874). Der niedrigsten Anteil an leeren Proben wurde mit 4,9 % beim 
Rotwild und der höchste Anteil mit 15,3 % beim Rehwild festgestellt (Tabelle 17). 
Tabelle 17 Eingesandte Muskelfleischproben, gewonnener Fleischsaft (FS), leere Proben und Anteil leerer 
Proben im Untersuchungszeitraum (nach Tierarten). Die Einsendungen von Sikawild und Wild „ohne 
Angaben (o. A.)“ wurden auf Grund geringer Probenzahlen erfasst, aber nicht gewertet. 
JJ 08/09 
bis JJ 10/11 
Muskel FS leer 
Ø Anteil leer 
(JJ min./JJ max.) 
Muffelwild 375 328 47 12,5 % (6,3 %/14,1 %) 
Damwild 1757 1595 162 9,2 % (7,9 %/9,8 %) 
Rotwild 426 405 21 4,9 % (0,0 %/7,8 %) 
Rehwild 1316 1115 201 15,3 % (7,4 %/17,3 %) 
Teilsumme 3874 3443 431 11,1 % 
Keine verwertbaren Zahlen (n = zu klein) 
Sikawild 19 15 4 21,1 % 
ohne Angabe 29 22 7 24,1 % 
Summe 3922 3480 442  
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4.2.5 Verteilung der Probenarten über den Untersuchungszeitraum 
4.2.5.1 Blut 
Die Anzahl eingesandter Blutproben nahm unabhängig von der Tierart im Verlauf des 
Untersuchungszeitraumes ab. Bei Muffel- bzw. Rehwild wurden im JJ 10/11 nur noch ca. 
20 % bzw. 50 % der Proben im Vergleich zum JJ 08/09 eingesandt. Bei Rot- und Damwild 
fiel der Rückgang auf ca. 10 % bzw. 14 % des Probenaufkommens des JJ 08/09 noch 
stärker aus (Abbildung 20). 
 
Abbildung 20 Eingesandtes Blut für Muffel-, Dam-, Rot- und Rehwild in den Jagdjahren 08/09 bis 10/11 
 
4.2.5.2 Muskel und Fleischsaft 
Die Anzahl eingesandter Muskelfleischproben nahm außer beim Rehwild im Verlauf des 
Untersuchungszeitraumes ab. Bei Muffelwild wurden im JJ 10/11 nur noch ca. 20 %, beim 
Damwild ca. 15 % und beim Rotwild ca. 12 % der Proben im Vergleich zum JJ 08/09 
eingesandt. Beim Rehwild kam es im JJ 09/10 zu einer Halbierung der Probenzahlen 
gegenüber dem JJ 08/09, im JJ 10/11 wurde die Probenzahl des JJ 08/09 um 49 Proben 
übertroffen (Abbildung 21). Die Verteilung der gewonnenen FS verhält sich vergleichbar. 
 
Abbildung 21 Probeneinsendungen Muskel für Muffel-, Dam-, Rot- und Rehwild in den JJ 08/09 bis 10/11 
Muffelwild Damwild Rotwild Rehwild
JJ 08/09 233 936 171 60
JJ 09/10 72 649 94 43












Muffelwild Damwild Rotwild Rehwild
JJ 08/09 248 953 258 512
JJ 09/10 79 665 137 243













4.3 Verteilung der Probenarten bei den Tierarten 
4.3.1 Einsendungen von Muffelwild 
In Abbildung 22 sind die im Untersuchungszeitraum eingesandten Proben von Muffelwild 
nach Probenart (Blut, Muskel und Fleischsaft) und den Jagdjahren dargestellt. 
 
Abbildung 22 eingesandtes Probenmaterial vom Muffelwild in den Jagdjahren 2008/09 bis 2010/11 
 
4.3.2 Einsendungen von Damwild 
In Abbildung 23 sind die im Untersuchungszeitraum eingesandten Proben von Damwild 
nach Probenart (Blut, Muskel und Fleischsaft) und den Jagdjahren dargestellt. 
 
Abbildung 23 eingesandtes Probenmaterial vom Damwild in den Jagdjahren 2008/09 bis 2010/11  
Blut Muskel Fleischsaft
JJ 08/09 233 248 213
JJ 09/10 72 79 70










JJ 08/09 936 953 860
JJ 09/10 649 665 607










4.3.3 Einsendungen von Rotwild 
In Abbildung 24 sind die im Untersuchungszeitraum eingesandten Proben von Rotwild 
nach Probenart (Blut, Muskel und Fleischsaft) und den Jagdjahren dargestellt. 
 
Abbildung 24 eingesandtes Probenmaterial vom Rotwild in den Jagdjahren 2008/09 bis 2010/11 
 
4.3.4 Einsendungen von Rehwild 
In Abbildung 25 sind die im Untersuchungszeitraum eingesandten Proben von Rehwild 
nach Probenart (Blut, Muskel und Fleischsaft) und den Jagdjahren dargestellt. 
 
Abbildung 25 eingesandtes Probenmaterial vom Rehwild in den Jagdjahren 2008/09 bis 2010/11 
  
Blut Muskel Fleischsaft
JJ 08/09 171 258 238
JJ 09/10 94 137 136










JJ 08/09 60 512 426
JJ 09/10 43 243 225










4.3.5 Sonstige Einsendungen 
Auf Grund der geringen Probenzahlen bei Sikawild und Einsendungen ohne Angabe der 
Tierart, wurden diese Proben für den gesamten Untersuchungszeitraum erfasst, aber nicht 
nach Jagdjahren aufgelistet (Tabelle 18). 
Tabelle 18 eingesandtes Probenmaterial vom Sikawild und Proben ohne Angabe der Tierart in den 
Jagdjahren 2008/09 bis 2010/11 
JJ 08/09 bis JJ 
10/11 
Blut Muskel Fleischsaft 
Sikawild 18 19 15 




4.4 Einsendungen nach Landkreisen 
Die Einsendungen im Rahmen des Wildwiederkäuermonitoring wurden nach Landkreisen 
(Erlegungsort) erfasst. Bedingt durch teilweise geringe Probenanzahlen (n) und für eine 
übersichtlichere Darstellung wurden einige benachbarte Landkreise und kreisfreie Städte 
zum Teil gemeinsam betrachtet (Abbildung 26). 
Gera und Greiz     =  G/GRZ 
Hildburghausen, Suhl und Sonneberg  =  HBN/SHL/SON 
Saaleholzland-Kreis und Jena   =  SHK/J 
Wartburgkreis und Eisenach   =  WAK/EA 
Weimar und Weimarer Land   =  WE/AP 
 
Abbildung 26 Karte von Thüringen (Quelle TSN BT-Ausbrüche Stand 16.11.2007, modifiziert); rot umrandete 
Landkreise mit Ziffer entspricht zusammenbetrachteten Kreisen:  Gera und Greiz = G/GRZ;  
Hildburghausen, Suhl und Sonneberg = HBN/SHL/SON;  Saaleholzland-Kreis und Jena = SHK/J;  
Wartburgkreis und Eisenach = WAK/EA;  Weimar und Weimarer Land = WE/AP  
 
Die Verteilung der 4204 Einsendungen des Untersuchungszeitraumes (vgl. 4.1.4) auf die 







dargestellt. Auf Grund fehlender Angaben auf dem Untersuchungsauftrag und des 
fehlenden Wildursprungsscheines, konnte eine Einsendung des Jagdjahres 2008/09 
keinem Landkreis zugeordnet werden. 
Tabelle 19 Einsendungen aus den Landkreisen in den Jagdjahren 2008/09 bis 2010/11 
Landkreise JJ 08/09 JJ 09/10 JJ 10/11 
ABG 127 98 41 
EIC 80 5 14 
G / GRZ 44 10 0 
GTH 50 25 52 
HBN / SHL / SON 42 9 98 
IK 67 53 17 
KYF 80 35 14 
NDH 90 43 21 
ohne Angabe 1 0 0 
SHK / J 156 67 41 
SM 174 86 203 
SOK 213 170 22 
SÖM 136 88 1 
SR 252 208 19 
UH 191 203 15 
WAK / EA 277 117 266 
WE / AP 177 3 3 
Summe 2157 1220 827 
 
 

























































JJ 08/09 JJ 09/10 JJ 10/11
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4.5 Einsendungen – Nutzungsart – Anteil an der Jagdstrecke 
4.5.1 Verteilung der Einsendungen nach der Nutzungsart (Wild und Gatterwild) 
Der Anteil des eingesandten Wildes betrug im JJ 08/09 ca. 50 %, im JJ 09/10 ca. 35 % 
und im JJ 10/11 ca. 80 %. 
Die Verteilung der 4204 Einsendungen des Untersuchungszeitraumes nach ihrer Nutzung 
(Wild oder Gatterwild) und den Jagdjahren ist in Abbildung 28 dargestellt. 
 
 Abbildung 28 Verteilung der Nutzungsarten (Wild und Gatterwild, in Prozent) in den Jagdjahren 2008/09 bis 
2010/11; Anzahl der Einsendungen (n) 
 
4.5.2 Verteilung der Einsendungen nach Landkreisen und der Nutzungsart 
Die Verteilung der Proben auf die einsendenden Landkreise mit Angabe der Nutzungsart 
(Wild oder Gatterwild) in den Jagdjahren 2008/09 bis 2010/11 ist in Tabelle 20 aufgeführt.  
Bei 5 Tieren/Einsendungen konnte im Jagdjahr 2008/09, auf Grund fehlender Angaben auf 
den Untersuchungsaufträgen, keine Nutzungsart zugeordnet werden. Dies betraf 
Einsendungen aus den Landkreisen ABG (n=2), NDH (n=1), WE/AP (n=1) und eine 
Einsendung ohne Angabe des Landkreises (Tabelle 20). In den Jagdjahren 2009/10 und 
2010/11 konnten alle Tiere/Einsendungen eindeutig einer Nutzungsart zugeordnet werden. 
  
JJ 08/09 JJ 09/10 JJ 10/11
Gatterwild 51% 64% 20%
Wild 49% 36% 80%





















Anteil der Nutzungsarten an den Einsendungen 
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Tabelle 20 Verteilung der Einsendungen auf die Landkreise, mit Angabe der Nutzung (Wild / Gatterwild), in 
den Jagdjahren 2008/09 bis 2010/11 
 






















ABG 6 119 2 127 7 91 98 2 39 41 
EIC 72 8 0 80 5 0 5 14 0 14 
G / GRZ 33 11 0 44 10 0 10 0 0 0 
GTH 33 17 0 50 12 13 25 23 29 52 
HBN / SHL / SON 20 22 0 42 5 4 9 97 1 98 
IK 59 8 0 67 27 26 53 17 0 17 
KYF 79 1 0 80 35 0 35 14 0 14 
NDH 75 14 1 90 28 15 43 17 4 21 
ohne Angabe 0 0 1 1 0 0 0 0 0 0 
SHK / J 95 61 0 156 39 28 67 25 16 41 
SM 137 37 0 174 74 12 86 195 8 203 
SOK 36 177 0 213 29 141 170 8 14 22 
SÖM 0 136 0 136 1 87 88 1 0 1 
SR 98 154 0 252 67 141 208 18 1 19 
UH 15 176 0 191 7 196 203 5 10 15 
WAK / EA 247 30 0 277 94 23 117 226 40 266 
WE / AP 56 120 1 177 2 1 3 3 0 3 
Gesamt 1061 1091 5 2157 442 778 1220 665 162 827 
 
Der Anteil der Nutzungsarten Wild und Gatterwild im jeweiligen Jagdjahr, bezogen auf die 
Herkunft (Landkreise) der Proben, ist in Tabelle 21 dargestellt. 
Tabelle 21 Anteil von Wild und Gatterwild in den Einsendungen der Landkreise, in den Jagdjahren 2008/09 




JJ 08/09 JJ 09/10 JJ 10/11 
 
JJ 08/09 JJ 09/10 JJ 10/11 
93,7 %* 92,9 % 95,1 % ABG 4,7 %* 7,1 % 4,9 % 
10,0 % 0,0 % 0,0 % EIC 90,0 % 100,0 % 100,0 % 
25,0 % 0,0 % - G / GRZ 75,0 % 100,0 % - 
34,0 % 52,0 % 55,8 % GTH 66,0 % 48,0 % 44,2 % 
52,4 % 44,4 % 1,0 % HBN / SHL / SON 47,6 % 55,6 % 99,0 % 
11,9 % 49,1 % 0,0 % IK 88,1 % 50,9 % 100,0 % 
1,3 % 0,0 % 0,0 % KYF 98,8 % 100,0 % 100,0 % 
15,6 %* 34,9 % 19,0 % NDH 83,3 %* 65,1 % 81,0 % 
-* - - ohne Angabe* -* - - 
39,1 % 41,8 % 39,0 % SHK / J 60,9 % 58,2 % 61,0 % 
21,3 % 14,0 % 3,9 % SM 78,7 % 86,0 % 96,1 % 
83,1 % 82,9 % 63,6 % SOK 16,9 % 17,1 % 36,4 % 
100,0 % 98,9 % 0,0 % SÖM 0,0 % 1,1 % 100,0 %** 
61,1 % 67,8 % 5,3 % SR 38,9 % 32,2 % 94,7 % 
92,1 % 96,6 % 66,7 % UH 7,9 % 3,4 % 33,3 % 
10,8 % 19,7 % 15,0 % WAK / EA 89,2 % 80,3 % 85,0 % 
67,8 %* 33,3 % 0,0 % WE / AP 31,6 %* 66,7 %** 100,0 %** 
50,6 %* 63,8 % 19,6 % Gesamt 49,2 %* 36,2 % 80,4 % 
* fehlende Zuordnung einer Nutzungsart bei 5 Proben im JJ 08/09; - Probenzahl = Null (Division durch Null) 
** Probenzahl (n) < 5 
 57 
Der Anteil der Nutzungsarten an den Einsendungen der einzelnen Landkreise war sehr 
verschieden. Im Jagdjahr 10/11 ist der Anteil Gatterwild auf ca. 20 % zurückgegangen, 
dieser Rückgang bezieht sich auf Thüringen insgesamt. Von einigen Landkreisen 
(HBN/SHL/SON und IK), welche in den Jagdjahren 08/09 und 09/10 fast ausschließlich 
Gatterwild eingesandt haben, wurde im JJ 10/11 fast ausschließlich Wild zur 
Untersuchung eingesandt. 
 
Abbildung 29 Anteil von Wild in den Einsendungen der Landkreise in den Jagdjahren 2008/09 bis 2010/11 
 
 
Abbildung 30 Anteil von Gatterwild in den Einsendungen der Landkreise in den Jagdjahren 2008/09 bis 
2010/11 
 
Die Landkreise ABG, SOK, SÖM und UH sendeten hauptsächlich Gatterwild, die 
Landkreise EIC, G/GRZ, IK, KYF, NDH, SHK/J, SM und WAK/EA sendeten überwiegend 
Wild zur Untersuchung ein. Von den übrigen Landkreisen wurden beide Nutzungsarten 
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4.5.3 Einsendungen nach Tier- und Nutzungsarten 
Die Verteilung der Tierarten in den Einsendungen der Jagdjahre 2008/09 bis 2010/11 ist in 
Tabelle 22 bis Tabelle 24, nach ihrer jeweiligen Nutzungsart, dargestellt. Im gesamten 
Untersuchungszeitraum wurden Proben zu Untersuchung eingesandt, bei denen die 
Tierart nicht eindeutig ausgewiesen war (ohne Angabe*). Bei fünf Einsendungen des 
Jagdjahres 2008/09 konnte anhand der Daten des Einsendescheines keine eindeutige 
Zuordnung der Tierart und der Nutzungsart erfolgen, daher wurden diese Proben 
(ohne Angabe**) separat erfasst und ohne Nutzungsart ausgewiesen (Tabelle 22). 
Tabelle 22 Einsendungen im Jagdjahr 08/09 nach Tierarten und Art der Nutzung (* ohne Angabe der Tierart, 
** ohne Angabe der Nutzungsart) 
JJ 08/09 gesamt Wild Gatterwild ohne Angabe** 
Muffelwild 350 326 93,1 % 24 6,9 % 0 0,0 % 
Damwild 996 42 4,2 % 954 95,8 % 0 0,0 % 
Rotwild 268 178 66,4 % 90 33,6 % 0 0,0 % 
Rehwild 515 512 99,4 % 3 0,6 % 0 0,0 % 
Sikawild 12 0 0,0 % 12 100,0 % 0 0,0 % 
ohne Angabe* 16 3 18,8 % 8 50,0 % 5 31,3 % 






Tabelle 23 Einsendungen im Jagdjahr 09/10 nach Tierarten und Art der Nutzung (* ohne Angabe der Tierart) 
JJ 09/10 gesamt Wild Gatterwild 
Muffelwild 122 117 95,9 % 5 4,1 % 
Damwild 685 3 0,4 % 682 99,6 % 
Rotwild 141 65 46,1 % 76 53,9 % 
Rehwild 257 257 100,0 % 0 0,0 % 
Sikawild 2 0 0,0 % 2 100,0 % 
ohne Angabe* 13 0 0,0 % 13 100,0 % 




Tabelle 24 Einsendungen im Jagdjahr 10/11 nach Tierarten und Art der Nutzung (* ohne Angabe der Tierart) 
JJ 10/11 gesamt Wild Gatterwild 
Muffelwild 76 76 100,0 % 0 0,0 % 
Damwild 144 3 2,1 % 141 97,9 % 
Rotwild 31 19 61,3 % 12 38,7 % 
Rehwild 566 566 100,0 % 0 0,0 % 
Sikawild 6 0 0,0 % 6 100,0 % 
ohne Angabe* 4 1 25,0 % 3 75,0 % 





Für die Tierarten Muffel- und Rehwild wurde hauptsächlich die Nutzungsart Wild 
angegeben (Muffelwild 93,1 % bis 100,0 %, Rehwild 99,4 % bis 100 %), wohingegen diese 
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Nutzungsart beim Rotwild nur mit einer Häufigkeit zwischen 46,1 % und 66,4 % 
angegeben wurde. Beim Damwild lag die Häufigkeit der Nutzungsart Wild zwischen 0,4 % 
und 4,2 %. 
Sikawild (n=20) wurde ausschließlich der Nutzungsart Gatterwild zugeordnet. 
 
4.5.4 Einsendungen Wild – Anteil der Einsendungen an der Jagdstrecke 
In den Jagdjahren 2008/09 (n=1061), 2009/10 (n=442) und 2010/11(n=665) wurden 
insgesamt 2168 Proben der Nutzungsart Wild im Rahmen des Wildwiederkäuermonitoring 
zur Untersuchung auf BTV eingesandt. Dabei wies Rehwild in den Jagdjahren jeweils die 
höchste Anzahl an Einsendungen auf, gefolgt von Muffel-, Rot- und Damwild. Für die 
Betrachtungen zum Anteil der Untersuchungen an der Jagdstrecke wurden die Tierart 
Sikawild, da es für diese Tierart keine Jagdstrecke gibt, und auch die Einsendungen ohne 
Angabe der Tierart im Weiteren nicht mit berücksichtigt. 
Tabelle 25 Einsendungen Wild von Rot-, Dam-, Muffel- und Rehwild im Untersuchungszeitraum (Jagdjahre 
2008/09 bis 2010/11) 
Einsendungen Wild 
Jagdjahr Rotwild Damwild Muffelwild Rehwild 
2008/09 178 42 326 512 
2009/10 65 3 117 257 
2010/11 19 3 76 566 
 
Für die Tierarten Rot-, Dam-, Muffel- und Rehwild wurde die Jagdstrecke in Thüringen in 
den Jagdjahren 08/09 bis 10/11, vom Thüringer Ministerium für Infrastruktur und 
Landwirtschaft (TMIL) mit den in Tabelle 26 dargestellten Zahlen angegebenen 
(ANON. 2014d). 
Tabelle 26 Jagdstrecke für Rot-, Dam-, Muffel- und Rehwild in Thüringen in den Jagdjahren 2008/09 bis 
2010/11 (ANON. 2014d) 
Jagdstrecke in Thüringen  
Jagdjahr Rotwild Damwild Muffelwild Rehwild 
2008/09 4791 1014 1339 35223 
2009/10 4500 1030 1333 33300 
2010/11 5079 1116 1443 34009 
 
Der prozentuale Anteil des eingesandten Wildes (Nutzungsart) an der Jagdstrecke der 
einzelnen Tierarten ergibt sich aus der Jagdstrecke (Tabelle 26) und den Einsendungen 
der jeweiligen Tierart.  
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Für Rot-, Dam- und Muffelwild lag der prozentuale Anteil an der Jagdstrecke im JJ 
2008/09 mit 3,7 %, 4,1 % und 24,3 % jeweils am höchsten und nahm in den Folgejahren 
auf 0,4 %, 0,3 % und 5,3 % ab. Beim Rehwild lag der Anteil im JJ 08/09 bei 1,5 % 
verringerte sich in JJ 09/10 auf 0,8 Prozent und lag mit 1,7 % im JJ 10/11 knapp über dem 
Wert des JJ 08/09. (Tabelle 27) 
Tabelle 27 Prozentualer Anteil des eingesandten Rot-, Dam-, Muffel- und Rehwildes (Nutzungsart Wild) im 
Untersuchungszeitraum an der Jagdstrecke 
Prozentualer Anteil an der Jagdstrecke 
Jagdjahr Rotwild Damwild Muffelwild Rehwild 
2008/09 3,7 % 4,1 % 24,3 % 1,5 % 
2009/10 1,4 % 0,3 % 8,8 % 0,8 % 
2010/11 0,4 % 0,3 % 5,3 % 1,7 % 
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4.6 Untersuchungsergebnisse nach Probenmatrix 
4.6.1 Blutproben 
4.6.1.1 Antikörpernachweise 
Im Untersuchungszeitraum wurden 2535 EDTA-Blutproben in die Untersuchungen 
einbezogen. Mittels Antikörper-ELISA wurden in 24 von 2535 Blutproben Antikörper gegen 
das BTV nachgewiesen (Tabelle 28). 
Tabelle 28 in den Jagdjahren 2008/09 bis 2010/11 eingesandtes Blutproben mit (ELISA) Antikörper-
Ergebnissen  
 
gesamt positiv negativ 
JJ 08/09 1422 15 1407 
JJ 09/10 871 7 864 
JJ 10/11 242 2 240 
Summe 2535 24 2511 
 
4.6.1.2 Virusgenomnachweise 
In keiner der untersuchten 2535 Blutproben wurde BT-Virusgenom mittels RT-qPCR 
nachgewiesen. 
 
4.6.2 Muskelfleischproben und Fleischsaft 
Von den 3922 eingesandten Muskelproben wurden 442 als leer bewertet, somit standen 
insgesamt 3480 Fleischsäfte zur Untersuchung zur Verfügung. Es wurden 129 
Fleischsaftproben positiv und 3351 Fleischsaftproben negativ bewertet (Tabelle 29). 
Tabelle 29 in den Jagdjahren 2008/09 bis 2010/11 eingesandtes Muskelproben, mit Ergebnissen der 
Fleischsaftuntersuchung 
 Muskel FS 
 
gesamt leer positiv negativ gesamt 
JJ 08/09 1997 242 9 1746 1755 
JJ 09/10 1139 86 108 945 1053 
JJ 10/11 786 114 12 660 672 




Der Anteil untersuchter Muskelproben (Fleischsäfte) lag im Untersuchungszeitraum 
zwischen 85,5 % und 92,4 %, der Anteil positiver Fleischsäfte lag zwischen 0,5 % im 
Jagdjahr 08/09 und 10,3 % im Jagdjahr 09/10 (Tabelle 30). 
Tabelle 30 In den Jagdjahren 2008/09 bis 2010/11 eingesandtes Muskelproben, mit Ergebnissen der 
Fleischsaftuntersuchung und dem Anteil (%) leerer, positiver und negativer Proben 
  JJ 08/09 JJ 09/10 JJ 10/11 Summe 
Muskelproben 1997 1139 786 3922 
leer / nicht auswertbar 242 86 114 442 
FS 1755 1053 672 3480 
positiv 9 108 12 129 
negativ 1746 945 660 3351 
Anteil "nicht untersuchter" Muskel 12,1 % 7,6 % 14,5 % 11,3 % 
Anteil "untersuchter" Muskel (=FS) 87,9 % 92,4 % 85,5 % 88,7 % 
Anteil "positiver" FS 0,5 % 10,3 % 1,8 % 3,7 % 
Anteil "negativer" FS 99,5 % 89,7 % 98,2 % 96,3 % 
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4.7 Serologische Untersuchungsergebnisse nach Tierart (Antikörpernachweis) 
Bei den Untersuchungsergebnissen nach Tierart wird die angegebene Nutzungsart (Wild 
oder Gatterwild) nicht separat betrachtet. 
 
4.7.1 Untersuchungsergebnisse beim Muffelwild 
Im JJ 2008/09 wurden in 0 von 213 (0 %) Fleischsäften und in 3 von 233 (1,3 %) 
Blutproben Antikörper gegen BTV nachgewiesen. Im JJ 2009/10 wurden in 1 von 70 
(1,4 %) Fleischsäften und in 1 von 72 (1,4 %) Blutproben Antikörper gegen BTV 
nachgewiesen. Im JJ 2010/11 wurden in 0 von 45 (0 %) Fleischsäften und in 2 von 49 
(4,1 %) Blutproben Antikörper gegen BTV nachgewiesen. (Tabelle 31 und Abbildung 31) 
Tabelle 31 Untersuchungsergebnisse Fleischsaft- und Blutproben beim Muffelwild 
 








JJ 2008/09 213 0 233 3 0,0 % 1,3 % 
JJ 2009/10 70 1 72 1 1,4 % 1,4 % 
JJ 2010/11 45 0 49 2 0,0 % 4,1 % 
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Muffelwild 
Anteil positiver Fleischsäfte Anteil positiver Blutproben
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4.7.2 Untersuchungsergebnisse beim Damwild 
Im JJ 2008/09 wurden in 4 von 860 (0,5 %) Fleischsäften und in 7 von 936 (0,7 %) 
Blutproben Antikörper gegen BTV nachgewiesen. Im JJ 2009/10 wurden in 69 von 607 
(11,4 %) Fleischsäften und in 3 von 649 (0,5 %) Blutproben Antikörper gegen BTV 
nachgewiesen. Im JJ 2010/11 wurden in 8 von 128 (6,3 %) Fleischsäften und in 0 von 136 
(0 %) Blutproben Antikörper gegen BTV nachgewiesen. (Tabelle 32 und Abbildung 32) 
Tabelle 32 Untersuchungsergebnisse Fleischsaft- und Blutproben beim Damwild 
 








JJ 2008/09 860 4 936 7 0,5 % 0,7 % 
JJ 2009/10 607 69 649 3 11,4 % 0,5 % 
JJ 2010/11 128 8 136 0 6,3 % 0,0 % 
 
 















JJ 2008/09 JJ 2009/10 JJ 2010/11
Damwild 
Anteil positiver Fleischsäfte Anteil positiver Blutproben
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4.7.3 Untersuchungsergebnisse beim Rotwild 
Im JJ 2008/09 wurden in 4 von 238 (1,7 %) Fleischsäften und in 4 von 171 (2,3 %) 
Blutproben Antikörper gegen BTV nachgewiesen. Im JJ 2009/10 wurden in 8 von 136 
(5,9 %) Fleischsäften und in 3 von 94 (3,2 %) Blutproben Antikörper gegen BTV 
nachgewiesen. Im JJ 2010/11 wurden in 1 von 31 (3,2 %) Fleischsäften und in 0 von 18 
(0 %) Blutproben Antikörper gegen BTV nachgewiesen. (Tabelle 33 und Abbildung 33) 
Tabelle 33 Untersuchungsergebnisse Fleischsaft- und Blutproben beim Rotwild 
 








JJ 2008/09 238 4 171 4 1,7 % 2,3 % 
JJ 2009/10 136 8 94 3 5,9 % 3,2 % 
JJ 2010/11 31 1 18 0 3,2 % 0,0 % 
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Rotwild 
Anteil positiver Fleischsäfte Anteil positiver Blutproben
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4.7.4 Untersuchungsergebnisse beim Rehwild 
Im JJ 2008/09 wurde in 1 von 426 (0,2 %) Fleischsäften und in 0 von 60 (0 %) Blutproben 
Antikörper gegen BTV nachgewiesen. Im JJ 2009/10 wurden in 28 von 225 (12,4 %) 
Fleischsäften und in 0 von 43 (0 %) Blutproben Antikörper gegen BTV nachgewiesen. Im 
JJ 2010/11 wurden in 3 von 464 (0,6 %) Fleischsäften und in 0 von 29 (0 %) Blutproben 
Antikörper gegen BTV nachgewiesen. (siehe Tabelle 34 und Abbildung 34) 
Tabelle 34 Untersuchungsergebnisse Fleischsaft- und Blutproben beim Rehwild 
 








JJ 2008/09 426 1 60 0 0,2 % 0,0 % 
JJ 2009/10 225 28 43 0 12,4 % 0,0 % 
JJ 2010/11 464 3 29 0 0,6 % 0,0 % 
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4.8 Untersuchungsergebnisse nach Region/Landkreisen 
Im Untersuchungszeitraum wurden in 152 von 4204 Einsendungen Antikörper gegen BTV 
in Blut (n=24) und Fleischsaft (n=129) nachgewiesen. Der Anteil positiver Einsendungen 
lag in den einzelnen Landkreisen (bei n>40 pro LK) zwischen 0 % (NDH) und 8,3 % 
(ABG). (Tabelle 35). 
Tabelle 35 Positive Antikörpernachweise in Blut und Fleischsaft nach Landkreisen (* Landkreise mit weniger 









Blut pos. FS pos. 
ABG 266 8,3 % 22 1 21 
EIC 99 2,0 % 2** 2 1 
G* 9* 11,1 %* 1 0 1 
Greiz 45 2,2 % 1 0 1 
GTH 127 2,4 % 3 0 3 
HBN 136 2,9 % 4 2 2 
IK 137 1,5 % 2 1 1 
KYF 129 0,8 % 1 0 1 
NDH 154 0,0 % 0 0 0 
ohne Angabe* 1* 0,0 %* 0 0 0 
SHK 264 2,3 % 6 2 4 
SM 463 1,7 % 8 1 7 
SOK 405 5,9 % 24 1 23 
SÖM 225 3,6 % 8 1 7 
SON* 11* 0,0 %* 0 0 0 
SR 479 5,0 % 24 8 16 
Suhl* 2* 0,0 %* 0 0 0 
UH 409 6,1 % 25 0 25 
WAK 660 2,7 % 18 3 15 
Weimar Land 183 1,6 % 3 2 1 
 




4.9 Untersuchungsergebnisse nach der Nutzungsart (Wild oder Gatterwild) 
Die Untersuchungsergebnisse wurden hinsichtlich der angegebenen Nutzungsart Wild und 
Gatterwild betrachtet. Die im Untersuchungszeitraum festgestellten 152 positiven 
Antikörpernachweise gegen BTV in Blut und Fleischsaft verteilten sich in den jeweiligen 
Jagdjahren wie in Tabelle 36 dargestellt auf die Nutzungsarten (Wild und Gatterwild). 
Insgesamt wurden beim Gatterwild 107 und beim Wild 45 positive Proben in den 
Einsendungen nachgewiesen. 
Tabelle 36 Positive Antikörpernachweise in Blut und Fleischsaft in den Landkreisen nach Nutzung (Wild und 




Positive JJ 08/09 Positive JJ 09/10 Positive JJ 10/11 
Gesamt Anzahl Wild Gatter Wild Gatter Wild Gatter Wild Gatter 
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183 2 1 2 1 
    
 
4204 45 107 7 16 32 83 6 8 
 
In den Landkreisen Nordhausen (n=154), Sonneberg (n=11) und Suhl (n=2) wurden im 





5.1.1 Allgemeine Aspekte 
Zur Epidemiologie von Infektionskrankheiten bei Wildtieren liegen vielfach, anders als für 
Haus- und Nutztiere, nur wenige Daten vor. Dies erschwert es, die Bedeutung von 
Wildtieren für die Übertragung von Krankheitserregern abzuschätzen, für welche sowohl 
Wild-, als auch Haus- und Nutztiere empfänglich sind. Für einige wenige Erkrankungen, 
wie z. B. Tollwut, Klassische Schweinepest oder Maul- und Klauenseuche ist die 
Datenlage besser, für andere wie beispielsweise Brucellose, Aujeszkysche Krankheit und 
Staupe eher dürftig. Für die Möglichkeit, Daten zu bestimmten Erregern zu erheben, 
spielen gesellschaftliche (multimediales Interesse einer breiten Öffentlichkeit, ethische und 
soziokulturelle Ansprüche, Zoonosecharakter) und ökonomische Aspekte (verlustreiche 
Tierseuchen, Handelshemmnisse) eine entscheidende Rolle. 
Untersuchungen zur Epidemiologie von Erkrankungen freilebender Wildtiere können 
grundsätzlich nicht so systematisch durchgeführt werden wie bei gehaltenen Tieren und 
müssen sich daher auf eine explorative Analyse der Daten beschränken (FRÖHLICH 
2001). Insofern kann generell eine direkte Aussage für die Gesamtpopulation wildlebender 
Tiere nicht getroffen werden. Die Selektion des Probenmaterials (erlegte Tiere) unterliegt 
bei der Jagd bestimmten Kriterien, welche nicht in unmittelbarem Zusammenhang mit den 
epidemiologischen Erhebungen stehen oder dem Ziel einer epidemiologischen Analyse 
dienen, sondern vielmehr auf bestimmte Merkmale der Tiere (z. B. Trophäen), 
Altersgruppen, Verhaltensauffälligkeiten (MOUCHANTAT 2005) und ggf. monetäre 
Gesichtspunkte (Jagdprämie, Entschädigungsleistungen, Vergütung der Probenahme) 
abzielen. Auch die Qualität der entnommenen Proben ist nicht mit denen von Nutztieren 
vergleichbar und wiederholte Probenahmen zur Verlaufskontrolle oder für 
Bestätigungsuntersuchungen sind bei Wildtieren nahezu ausgeschlossen (FRÖHLICH 
2001). 
Erkrankungen bei Wildtieren verlaufen oft verdeckt und entgehen einer allgemeinen 
Aufmerksamkeit, da sich die infizierten Tiere häufig in Verstecke und abgelegene, schwer 
zugängliche Gebiete zurückziehen. Dort verenden diese Tiere meist unbemerkt und ihr 
Auffinden ist eher zufällig (DEDEK 1992). Gleichzeitig wird durch das Absondern und 
Zurückziehen der Kontakt mit anderen Tieren vermindert (ELBERS et al. 2003). 
Auch die in dieser Studie verwendeten Proben entsprechen somit per se nicht einer 
zufällig ausgewählten Stichprobe im Sinne der Statistik, wodurch eine direkte Aussage 
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über die Gesamtpopulation nicht getroffen werden kann. Vielmehr stellt die „Jagdstrecke“ 
im statistischen Sinne eine Subpopulation dar. 
Daten von Wildtieren aus Gehegen können, in Abhängigkeit von Haltungsart und Art der 
Bewirtschaftung, einen Rückschluss auf die Empfänglichkeit einzelner Tierarten zulassen 
und Aufschluss über Krankheitsverlauf, Abgänge und „wirtschaftliche Verluste“ in diesen 
Populationen geben. Auch hierbei ist ein Rückschluss auf wildlebende Populationen, 
bedingt durch eine höhere Tierdichte, mögliche kurative Eingriffe des Menschen 
(Impfungen), Tierschutzaspekte und die eigentliche Nutzung nur in begrenztem Umfang 
möglich.  
Es muss also für jegliches Wildtiermonitoring konstatiert werden, dass alle Proben von 
Wildtieren einer gewissen Vorauswahl unterliegen und somit der Rückschluss auf die 
Gesamtpopulation immer mehr oder weniger relativ ist. Umso wichtiger ist ein gezieltes 
attraktives Probenahmeregime, welches jagdliche Einflussfaktoren auf die 
Stichprobenzusammensetzung minimiert und so die vorhandenen Ressourcen optimal 
nutzt. 
 
5.1.2 Das Thüringer Wildwiederkäuermonitoring 2008-2011 
Mit dem vom Freistaat Thüringen 2008 initiierten Wildwiederkäuermonitoring wurde 
versucht durch die Bereitstellung einer einfachen Probenlogistik, durch klare Vorgabe von 
Anzahl und Tierarten, durch die Einbeziehung fleischhygienischer Untersuchungen und 
durch eine Vergütung der Probenahme eine möglichst hohe Akzeptanz bei den 
größtenteils freiwilligen Probenehmern zu schaffen, um so die angestrebten Probenzahlen 
zu erreichen. Das Monitoring wurde allgemein sehr gut angenommen. Die Einsendung der 
Proben erfolgte hauptsächlich in den dafür vorgesehenen Probenahmegefäßen und 
Umverpackungen, die Daten zu den Proben wurden mit den beiliegenden 
Untersuchungsaufträgen bereitgestellt. Es konnten lediglich 5 Proben des Jagdjahres 
2008/09 nicht eindeutig einer Tier- und Nutzungsart zugeordnet werden. Sowohl Anzahl 
als auch Qualität entsprachen, insbesondere bei den im Rahmen der fleischhygienischen 
Untersuchung gewonnenen Proben, den Erwartungen. Die auf dem Hinweisblatt (vgl.3.1) 
enthaltenen Anforderungen zu Probenahme, Lagerung und Versand wurden soweit 
überprüfbar (Zustand der Probe, Dauer der Einsendung) berücksichtigt. 
Insgesamt war die Akzeptanz, gemessen an den Einsendungen im Rahmen des 
Monitoring, besonders in den ersten 12 Monaten (JJ 2008/09) als gut bis sehr gut zu 
bezeichnen, ließ aber mit Fortdauer der Studie nach. Hierbei spielte sicherlich die hohe 
Präsenz der Erkrankung in den Medien am Anfang der Studie eine wichtige Rolle, welche 
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aber mit fortschreitender Zeitdauer und den guten Erfolgen in der Bekämpfung bei den 
Nutztieren entsprechend nachließ. Es wurde aus allen Landkreisen Thüringens 
Probenmaterial zur Untersuchung eingesandt, wobei der Anteil der Nutzungsarten Wild 
und Gatterwild sehr unterschiedlich war. Thüringenweit betrug der Anteil des eingesandten 
Wildes in den einbezogenen Jagdjahren zwischen 35 und 80 Prozent (vgl. 4.4 bis 4.5.2). 
Bezogen auf den jagdlichen Anteil (Nutzungsart Wild) an der Studie wurden im Jagdjahr 
2008/09 Proben von etwa 24,3 % (Mufflon, n=326), 4,1 % (Damwild, n=42), 3,7 % 
(Rotwild, n=178) und 1,5 % (Rehwild, n=512) der jeweiligen Jagdstrecke in die 
Untersuchungen einbezogen. Im folgenden Jagdjahr 2009/10 verringerte sich die 
Probenzahl auf etwa 8,8 % (Mufflon, n=117), 0,3 % (Damwild, n=3), 1,4 % (Rotwild, n=65) 
und 0,8 % (Rehwild, n=257) der jeweiligen Jagdstrecke. Auffällig war im Jagdjahr 2010/11 
die vermehrte Einsendung von Rehwild (1,7 % der Jagdstrecke (n=566)), wohingegen die 
Einsendungen von Muffelwild (n=76), Damwild (n=3) und Rotwild (n=19) weiter zurück 
gingen bzw. vergleichbar zum vorherigen Jagdjahr blieben (vgl. 4.5.3). Die vermehrte 
Einsendung von Rehwild könnte an einer erhöhten Sensibilisierung einzelner 
Wildfleischzerlegebetriebe und Wildfleischhändler für die Probenahme gelegen haben. 
Dies wurde möglicherweise durch den monetären Aspekt des Monitoring befördert. 
 
5.2 Probenmaterial und Untersuchungsverfahren 
5.2.1 Probenmaterial 
Das durchzuführende Monitoring sollte weitgehend im Routinelaborbetrieb erfolgen. Somit 
mussten Probenmaterialien und Untersuchungsverfahren so ausgewählt werden, dass die 
zusätzlichen Proben und Untersuchungen in die Arbeitsabläufe integriert werden konnten 
und keinen größeren Mehraufwand verursachten. 
Das für diese Studie ausgewählte Probenmaterial wird zur Überwachung von Tierseuchen 
und Zoonosen bei Nutztieren in großem Umfang eingesetzt. Blut kommt dabei die weitaus 
größere Bedeutung zu. Dieses Probenmaterial ist in einer Vielzahl von Methoden als 
Vollblut, Serum oder Plasma einsetzbar ist. Dies gilt sowohl für den Antikörpernachweis 
und in Abhängigkeit vom Erreger auch für den direkten Erregernachweis. Zudem ist Blut 
als Probenmatrix gut definiert und kann so auch in automatisierten Untersuchungsgängen 
eingesetzt werden, was die Bearbeitung großer Probenzahlen, wie sie bei Monitoring- und 
Überwachungsuntersuchungen anfallen, ermöglicht. Für die Diagnostik der BT bei 
Nutztieren hat sich die Verwendung von EDTA-Blut durchgesetzt, da hiermit sowohl der 
Antikörper- als auch der Virusnachweis durchgeführt werden können (siehe 4.6.1). 
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Im Vergleich zum Blut wird Fleischsaft bisher nur selten als Probenmatrix in der 
Routinetierseuchendiagnostik eingesetzt, er wird eher in Studien verwendet. So wurde bei 
Untersuchungen zur Klassischen Schweinepest eine deutliche Korrelation zwischen 
Antikörpertitern im Serum und Fleischsaft festgestellt, mit einer signifikant niedrigeren 
Antikörperkonzentration im Fleischsaft (KADEN et al. 2009, LOHSE et al. 2011). 
Routinemäßig findet FS bisher nur im Rahmen des im QS-System integrierten 
Salmonellenmonitoring in Schweinebeständen Verwendung. Die Beprobung erfolgt dabei 
an den Schlachthöfen, die Untersuchung in anerkannten Laboren mit zertifizierten und für 
die Untersuchung von Fleischsäften von Schweinen validierten Testkits. Der Aufwand für 
die Probenahme ist relativ gering und das Probenmaterial auch am 
ausgeweideten/aufgebrochenen Tierkörper verfügbar. Demgegenüber ist der Aufwand im 
Labor im Vergleich zu Blutproben etwas höher. In der BTV-Diagnostik wurden 
Untersuchungen von Fleischsaft bisher nicht durchgeführt. Die in den Vorversuchen 
festgestellte grundsätzliche Eignung von Fleischsäften zur Diagnostik von BTV bei 
Wiederkäuern (vgl. 3.2), die gute Verfügbarkeit des Probenmaterials und eine leichte 
Probenahme waren ausschlaggebend für den Einsatz dieser Probenmatrix in der Studie. 
 
5.2.2 Untersuchungsverfahren 
Der Nachweis von Infektionen kann sowohl durch den direkten Erregernachweis 
(Virus/Virusgenom), als auch durch den indirekten Nachweis (Antikörpernachweis) 
erfolgen. Beides sollte im Rahmen dieser Studie durchgeführt werden. Verfahren zum 
Antikörpernachweis im Mikrotiterplattenformat (ELISA) sind kostengünstige und in der 
Tierseuchendiagnostik weit verbreitete Untersuchungsverfahren. Allerdings werden 
Antigen-Antikörper-Reaktionen mehr oder weniger stark von tierartenspezifischen 
Besonderheiten beeinflusst. Neben den methodischen Aspekten können hier auch 
speziesspezifische Unterschiede in der Immunantwort, Stressfaktoren (HAAS 1994) und 
andere Einflüsse wie zum Beispiel Fieber (RÉMOND et al. 2002), vor allem im Sinne 
falsch positiver Reaktionen, das serologische Ergebnis beeinflussen. Stressfaktoren 
können bei Wildtieren insbesondere mit der Erlegung (Jagdart und Platzierung des 
Schusses) in Zusammenhang stehen (GREEN 1992). Zur Untersuchung von Wildtieren 
sind spezielle standardisierte serologische Verfahren meistens nicht vorhanden 
(GARDNER et al. 1996). Dies liegt an der geringen wirtschaftlichen Bedeutung, dem 
hohen Validierungsaufwand (geeignetes positives und negatives Probenmaterial) und dem 
Fehlen speziesspezifischer Detektionsantikörper. 
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Die in der BTV-Routinediagnostik zum Antikörpernachweis eingesetzten Testsysteme sind 
kompetitive ELISA (cELISA), bei denen der Analyt (BTV-Antikörper in Blut oder FS eines 
infizierten Tieres) und der Kompetitor (Peroxidase-markierter anti-BTV-Antikörper im Kit) 
um einen Bindungsplatz konkurrieren. Sind BTV-Antikörper im Untersuchungsmaterial 
enthalten bindet weniger Kompetitor. Das gemessene Signal verhält sich indirekt 
proportional zur Konzentration des Analyten. Dieses Testsystem kann tierartenunabhängig 
und somit im BTV-Wildwiederkäuermonitoring eingesetzt werden, da es auf Grund seines 
Aufbaus keine speziesspezifischen Sekundärantikörper verwendet. 
Eine im Nationalen Referenzlabor (NRL) für BTV vorgehaltene weitere Methode zum 
Antikörpernachweis ist der Serumneutralisationstest (SNT). Dieser hat sich zwar als eine 
geeignete Methode zum indirekten Erregernachweis erwiesen (KÖLBL 1994), ist aber für 
die Untersuchung größerer Probenzahlen ungeeignet. Auch kann es auf Grund des in den 
verwendeten Blutröhrchen enthaltenen EDTA, wie auch durch andere 
Gerinnungshemmer, zu Problemen in Zellkultur-basierten Untersuchungsverfahren 
kommen (HAAS 2001). Um dies zu vermeiden müsste von vornherein Serum verwendet, 
oder aber, wie im Nutztierbereich üblich, eine weitere der Serumgewinnung dienende 
Beprobung durchgeführt werden. Da dies im Rahmen des geplanten Monitoring nicht 
möglich war, waren Untersuchungen mit dem SNT nicht vorgesehen. 
Für den direkten Erregernachweis (Genomnachweis) wurde eine vom NRL für BTV 
empfohlene RT-qPCR zur Detektion aller bekannten BTV-Serotypen eingesetzt 
(TOUSSIANT et al. 2007), welche per se tierartenunabhängig ist. Sie ist durch das 
verwendete Mikrotiterplattenformat automatisierbar, robust, durch die Möglichkeit des 
Poolens mehrerer Proben ökonomisch und durch die Kontrolle der Nukleinsäureextraktion 




5.3 BTV-Seroprävalenzen und Erregerzirkulation bei heimischen Wildwiederkäuern 
Die im Rahmen dieser Studie ermittelten Seroprävalenzen zur Verbreitung des BTV in der 
Wildwiederkäuerpopulation in Thüringen waren in allen untersuchten Spezies niedrig und 
lagen bezogen auf die jeweiligen Jagdjahre nicht über 5 %. Nichts desto trotz kann auf 
Grundlage der Daten davon ausgegangen werden, dass es zumindest zu sporadischen 
Infektionen der untersuchten Wildwiederkäuerspezies im Untersuchungszeitraum in 
Thüringen gekommen ist. Im Vergleich zu den westlicher gelegenen Regionen 
Deutschlands aus denen Daten für Wildwiederkäuer verfügbar waren (Nordrhein-
Westfalen), wurde in Thüringen eine relativ niedrige Seroprävalenz beobachtet 
(ANON. 2008a, ANON. 2011a). Die Ursachen für die unterschiedlichen Seroprävalenzen 
liegen vermutlich in dem wesentlich niedrigeren Infektionsdruck in der Osthälfte 
Deutschlands zu Beginn dieser Studie und der ab dem Jahr 2008 verpflichtend 
durchzuführenden BTV-8-Schutzimpfung bei Hauswiederkäuern in Deutschland. So waren 
die Thüringer Hauswiederkäuerbestände erst ab dem Jahr 2007 mit 124 Ausbrüchen und 
schätzungsweise 8,04 % (n=28.226) BTV-8 infizierten Rindern betroffen, wohingegen in 
Nordrhein-Westfalen (NRW) im Jahr 2007 bereits 10218 Ausbrüche bei 
Hauswiederkäuern festgestellt wurden (nach 807 Ausbrüchen im Jahr 2006). Für 2007 
ging man dabei in NRW von schätzungsweise 90 % (n=1.279.193) BTV-8 infizierten 
Rindern aus (FLI 2010), was auf einen sehr hohen Infektionsdruck in der dortigen 
Wiederkäuer-Population schließen lässt. Nach Einführung der verpflichtenden 
BTV-8-Impfung Mitte 2008 in Deutschland ging die Anzahl der BTV-Ausbrüche erheblich 
zurück (Abbildung 35). So wurden für das Jahr 2008 in NRW noch 554 und in Thüringen 9 
Ausbrüche, im Jahr 2009 nur noch jeweils 2 Ausbrüche in Nordrhein-Westfalen und in 
Thüringen bei Hauswiederkäuern festgestellt. 2009 wurden dann deutschlandweit nur 
noch insgesamt 145 Ausbrüche in TSN gemeldet und ab dem Jahr 2010 bis 2015 keine 
weiteren BTV-Ausbrüche in Deutschland festgestellt. Dies belegt den Erfolg der 
Impfstrategie. (Für Deutschland sollte eine mehr als 80 %ige Impfabdeckung der 
Hauswiederkäuer erreicht werden (FLI 2009).) 
Die Thüringer Wiederkäuerpopulation war durch die BTV-Impfung und durch die hohe 
Impfabdeckung in der Hauswiederkäuer-Population gut geschützt. Dies verminderte den 
Infektionsdruck auch in der Wildwiederkäuer-Population und kann als Erklärung für die in 
dieser Studie beobachtete niedrige Seroprävalenz gesehen werden. 
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Abbildung 35 Anzahl der Fälle von Blauzungenkrankheit seit 2006; © Friedrich-Loeffler-Institut (FLI 2010) 
 
Die in dieser Studie bei Muffel-, Dam- und Rotwild in den JJ 2008/09 und 2010/11 
nachgewiesenen Seroprävalenzen lagen zwischen 0,0 % und 4,1 % (vgl. 4.7.1 bis 4.7.3) 
und bestätigen für Thüringen die Exposition dieser Wildwiederkäuerarten mit dem Virus 
und die Empfänglichkeit ebendieser für BTV-8. Bei dem untersuchten Rehwild wurden im 
gesamten Betrachtungszeitraum keine Antikörper gegen BTV im Blut (n=132) 
nachgewiesen (vgl. 4.7.4), weshalb zu dieser Tierart in puncto Exposition und 
Empfänglichkeit für Thüringen anhand dieser Studie, keine Aussage getroffen werden 
kann. Erste Untersuchungen von CONRATHS et al. (2009) in Deutschland, wiesen in den 
Jahren 2006 und 2007 BTV-8-Fälle bei Muffel-, Dam-, Rot- und Rehwild mittels AK-ELISA 
und RT-(q)PCR nach. Aus NRW wurde für das JJ 2007/08 eine hohe Seroprävalenz bei 
gefallenem Muffelwild (13,3 %), Damwild (22,2 %) und Rotwild (44,8 %) berichtet, was auf 
eine Durchseuchung der Wildwiederkäuerbestände in NRW hin deutet (ANON. 2008a). 
Für das JJ 2010/11 wurden aus NRW Untersuchungen zur Seroprävalenz bei gefallenem 
Muffelwild (7 %) und Rotwild (17,8 %) berichtet (ANON. 2011a). Antikörper gegen BTV 
wurden beim Rotwild vor allem bei Alttieren, weniger bei Schmaltieren und Kälbern, 
nachgewiesen. Weiterführende Monitoring-Untersuchungen von 2008 bis 2012 in NRW 
zeigten auch, dass die Seroprävalenz bei allen untersuchten Tierarten abgenommen hat. 
Bei Rehen wurde in NRW nur eine geringe Seroprävalenz sowohl beim Fallwild (0,4 % n= 
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499; 2008) als auch bei den Monitoring-Untersuchungen (1 % n=313; 2008-2012) 
festgestellt. 
Auch im deutschlandweiten BTV-Wildwiederkäuermonitoring (2010-2012) wurden BTV-
Antikörper hauptsächlich bei Rot- (n=20), Dam- (n=3) und Muffelwild (n=2) in 754 
serologisch mittels Antikörper-ELISA untersuchten Proben nachgewiesen. Wie auch in 
dieser Studie (vgl. 4.7.1.2) konnte bundesweit in keiner der mittels PCR untersuchten 480 
Proben BTV-Genom nachgewiesen werden (FLI 2012). 
Die Ergebnisse angrenzender europäischer Länder zu Seroprävalenzen bei 
Wildwiederkäuern im Rahmen des BTV-8 Seuchenzuges ab 2006 sind vergleichbar zu 
den in Deutschland erhobenen Daten. Ähnlich wie in Thüringen wurden in der Schweiz nur 
geringe Seroprävalenzen detektiert. CASAUBON et al. (2013) wiesen zwischen 2009 und 
2011 Seroprävalenzen beim Rotwild 1,7 % (n=480), Rehwild 0,2 % (n=439) und bei 
Gämsen 0,2 % (n=473) nach, was für einen vergleichbar niedrigen Infektionsdruck wie in 
Thüringen spricht. Für Belgien, ein Land mit einem vergleichbar hohen Infektionsdruck wie 
in NRW, berichten LINDEN et al. (2008) von einer Seroprävalenz beim Rotwild im Jahr 
2006 von 0,9 % (n=469) und im Jahr 2007 von 40,4 % (n=513), die mit keiner erhöhten 
Mortalität einherging. Die gleichen Autoren berichten für den Zeitraum 2005 bis 2008 in 
Untersuchungen von Rot- (n=1620) und Rehwild (n=796) von Seroprävalenzen beim 
Rotwild von 0 % (2005), 1,51 % (2006), 52,3 % (2007) und 33,95 % (2008), sowie beim 
Rehwild von 0 % (2005), 2,56 % (2006), 2,75 % (2007) und 1,67 % (2008). 
Die Daten aus NRW und den angrenzenden europäischen Nachbarstaaten, wie auch die 
Ergebnisse dieser Studie weisen darauf hin, dass Rehwild weniger empfänglich für eine 
BTV-8-Infektion ist und/oder einem geringeren Infektionsdruck ausgesetzt war als die 
anderen betrachteten Wildwiederkäuer. HOLSTEG et al. (2012) machen als mögliche 
Ursachen für die geringe Seroprävalenz bei Rehwild die heimliche Lebensweise des 
Rehwildes in kleinen Gruppen und die Vorliebe von Gnitzen für bestimmte Tierarten aus, 
was für einen geringeren Infektionsdruck auf das Rehwild spricht. 
Die in Thüringen und in NRW beobachtete rückläufige Seroprävalenz bei Muffel-, Dam- 
und Rotwild, der Antikörper-Nachweis lediglich bei einjährigen Stücken Rotwild aus dem 
Geburtsjahrgang 2007 in NRW und der seit 2010 fehlende Virusgenomnachweis bei 
Wildwiederkäuern in Deutschland deuten darauf hin, dass es keine Neuinfektionen und 
keine Persistenz des BTV-8 in der Wildwiederkäuerpopulation in Deutschland gab 
(ANON. 2011a, HOLSTEG et al. 2012, FLI 2012). Es ist anzunehmen, dass es im 
Untersuchungszeitraum zu keiner Zirkulation des BTV-8 in der Wildwiederkäuerpopulation 
in Deutschland bzw. Mitteleuropa gekommen ist, wie dies zum Beispiel aus Spanien 
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berichtet wurde (GARCIA-BOCANEGRA et al. 2011) oder dass es gar zur Ausbildung 
eines eigenen „Wildzyklus“ gekommen wäre, wie er ebenfalls aus Spanien berichtet wurde 
(LORCA-ORO et al. 2014). Allerdings scheinen Rot-, Dam- und Muffelwild eine höhere 
Exposition oder eine höhere Empfänglichkeit für BTV-8 auf Grund ihrer Lebensweise und 
ihres Verhaltens zu haben, als dies für Rehe angenommen werden kann. Daher sollten 
diese drei heimischen Wildwiederkäuerspezies bei Wiederauftreten des BTV in 
Mitteleuropa zwingend in ein Monitoring einbezogen werden, wohingegen auf die 
Untersuchung von Rehwild in diesem Kontext verzichtet werden kann. 
 
5.4 Nutzungsart Wild vs. Gatterwild 
BTV-Antikörper konnten bei allen betrachteten Tierarten (Muffel-, Dam-, Rot- und 
Rehwild), bei beiden Nutzungsarten (Gatter und Wild), verteilt über das gesamte Land 
Thüringen und über den gesamten Untersuchungszeitraum, in unterschiedlicher Anzahl, 
nachgewiesen werden. Hierbei waren Muffel- und Rehwild hauptsächlich dem Wild und 
Damwild hauptsächlich dem Gatterwild zugeordnet. Für Rotwild wurde tendenziell mehr 
Wild als Gatterwild eingesandt. Bezogen auf die in der Studie erhobenen Daten wurden 
insgesamt 152 positive Antikörpernachweise festgestellt, wobei es mit 115 positiven 
Nachweisen (32 Wild, 83 Gatterwild) einen relativen Nachweishöhepunkt im Jagdjahr 
2009/10 zu geben schien. Der Großteil positiver Nachweise dieser Studie wurde beim 
Gatterwild mit 107 Proben aus insgesamt 2031 Einsendungen (5,27 %), gegenüber nur 
45 positiven Proben in 2168 Einsendungen (2,08 %) beim Wild festgestellt (vgl. 4.5.3 und 
4.9). Dies könnte bedingt sein durch die höhere Tierdichte oder mögliche kurative Eingriffe 
in Gehegehaltungen. Auf Nachfrage bei den Tierhaltern gab es keine Hinweise auf den 
Einsatz von Impfstoffen beim Gatterwild, der die höhere Seroprävalenz erklären könnte. 
Auch wurden keinerlei Hinweise auf vermehrte Verendungen im Untersuchungszeitraum 
festgestellt. Die höhere Tierdichte in den Gatterwildhaltungen ist mutmaßlich 
ausschlaggebend für die höhere Nachweisrate positiver Proben gegenüber Wild. Ob eine 
größere räumliche Nähe der Gatterwildhaltungen zu den Nutztierbeständen ebenfalls eine 





Kontinuierliche aber auch risikoorientierte Monitoringuntersuchungen bei Wildtieren sind 
wichtig und müssen auch in Zukunft einen Platz in der Zoonose- und 
Tierseuchenbekämpfung haben, da nur so einen Überblick über die Verbreitung von 
Zoonose- und Tierseuchenerregern in Wildtierpopulationen erlangt werden kann. 
Da sich die Akquise von geeignetem Probenmaterial teilweise recht schwierig gestaltet, 
muss geeignetes und gut verfügbares Probenmaterial ausgewählt werden und eine 
möglichst große Zahl an Probenehmern mobilisiert werden. Als hilfreich hat sich die 
Erstellung eines übersichtlichen Informationsblattes für die Probenehmer (Jäger, 
Amtstierärzte, Fleischbeschauer etc.) erwiesen, welches alle wesentlichen Informationen 
in klaren und allgemeinverständlichen Worten enthält. Dieses Informationsmaterial muss 
unter der Zielgruppe breit gestreut werden. Verstärkte telefonische Rückfragen zeigten, 
dass vor allem für die Anfangszeit ein kompetenter telefonischer Ansprechpartner benannt 
werden sollte, mit dem alle Fragen zu Probenahme, Dokumentation und Transport direkt 
geklärt werden können (Hotline). Die Bereitstellung eines Probenahme-Sets (Behälter, 
Untersuchungsauftrag, Handschuhe, Umverpackung und ggf. adressierter und frankierter 
Rückumschlag) und das Ausloben einer „Prämie“ für das Probenmaterial beeinflusste die 
Bereitschaft zu Probenahme und Versand in positiver Weise. Es zeigte sich, dass Proben, 
welche nicht den Mindestanforderungen an Probenqualität und –quantität genügten, bei 
denen die Dokumentation unzureichend war oder bei denen die Transportbedingungen 
(soweit nachvollziehbar anhand z. B. des Erlegungs- und Eingangsdatums, und des 
Probenzustandes) nicht eingehalten wurden, zeitnah nachrecherchiert und ggf. 
reglementiert werden mussten. Regulatorisch wurde auch von einer Verminderung oder 
Streichung der Aufwandsentschädigung für die Probenahme Gebrauch gemacht, wenn die 
Probe nicht untersuchungsfähig oder statistisch nicht verwertbar war. Dies ist 
insbesondere in der Startphase solcher Untersuchungen wichtig und beugt gegebenenfalls 
Auswüchsen vor. 
Weitere Studien sollten außerdem, in Abhängigkeit der zu untersuchenden Parameter, auf 
eine gezielte risikoorientierte Probenahme setzen und ggf. Fall- und Unfallwild intensiver in 
die Untersuchungen einbeziehen. So wurde während des MKS-Seuchenzuges im 
Vereinigten Königreich (2001) beobachtet, dass in den Ausbruchsgebieten Cerviden, 
deren Spezies nicht näher bestimmt wurde, mit Symptomen einer MKS-Erkrankung 
gesichtet wurden. Gleichzeitig wiesen die aus diesem Gebiet zur Untersuchung 
eingesandten verendeten Tiere zum großen Teil Verletzungen durch Autounfälle auf 
(ELBERS et al. 2003). So ist es vorstellbar, dass es bei betroffenen Tieren zu 
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Bewusstseins-/Aufmerksamkeitseinschränkungen kommt, was zu Verhaltensauffälligkeiten 
und abnormalem Verhalten führen kann (z. B. Schweinepest). Diese risikoorientierte 
Vorgehensweise würde dazu beitragen die vorhandenen Laborkapazitäten und 
finanziellen Ressourcen zu schonen. Voraussetzung dafür ist, dass die Symptome der 
Krankheiten, das Verhalten erkrankter Tiere und die zeitlichen Abläufe bekannt sind, was 
bei vielen, vor allem neuen oder auch bei wenig beachteten Erkrankungen nicht gegeben 
ist. Für die BT muss hier allerdings einschränkend gesagt werden, dass bei 
Wildwiederkäuern bisher keine Krankheitssymptome oder erhöhte Mortalitäten beobachtet 
wurden (LINDEN et al. 2010, LÓPEZ-OLVERA et al. 2010, LORCA-ORO et al. 2012), 
weshalb dieser risikoorientierte Ansatz nicht zum Tragen kommen kann. 
Um die Akzeptanz für die nicht immer problemlose Probenahme und das Verständnis für 
die durchzuführenden Untersuchungen zu erhöhen und möglichst über den gesamten 
Untersuchungszeitraum aufrecht zu erhalten ist Information wichtig. Im Rahmen der 
Kommunikation der Ergebnisse sollte auf die Notwendigkeit und Relevanz der 
Untersuchungen eingegangen werden. 
Die mit hohem persönlichen und finanziellen Aufwand und mit viel Engagement 
zusammengetragenen Proben von Wildtieren, sollten nach Abschluss der eigentlichen 
Untersuchungen nicht einfach entsorgt werden. Es sollte geprüft werden, ob Art und 
Qualität der Proben oder der Datensätze nicht auch für weitere Studien oder 
Untersuchungen Verwendung finden können. So kann das Probenmaterial möglicherweise 
für retrospektive Studien, wenn in einem Gebiet neue Krankheiten auftreten (emerging 
oder reemerging diseases), verwendet werden. Durch die Einbeziehung des vielleicht 
schon „historischen“ Probenmaterials kann eventuell der Zeitpunkt des Eintrages neuer 
Erreger, die Lokalisation oder Verbreitung näher bestimmt werden. Aber auch aktuelle 
Fragestellungen können eventuell parallel am selben Probenmaterial bearbeitet werden. 
So wurden die im Rahmen des BTV-Wildwiederkäuermonitoring eingesandten Proben 
(Blut und Tierkörper) gleichzeitig auch auf das Vorhandensein von Pestivirusgenom 
untersucht. Dies erfolgte im Kontext der bereits seit 1999 in Thüringen durchgeführten 
freiwilligen BVDV-Bekämpfung und im Vorfeld der amtlichen BVD-Bekämpfung im 
Rahmen der BVDV-VO ab dem Jahr 2010 (BOCK 2012). 
In Abhängigkeit von den für das Monitoring veranschlagten und geplanten Ressourcen 
kann es nötig sein, die erzielten Ergebnisse durch weiterführende Spezialuntersuchungen 
zu verifizieren. Da dies unter den Bedingungen der Routinediagnostik meist nur in sehr 
eingeschränktem Maße möglich ist, sollten diese weiterführenden Untersuchungen von 
entsprechend ausgestatteten Speziallaboren mit überwiegend wissenschaftlicher 
 80 
Ausrichtung (Referenz- oder Konsiliarlabore, Universitäten) übernommen werden. Die im 
Rahmen dieser Studie gewonnenen Erkenntnisse zur Probenmatrix Fleischsaft, 
insbesondere die uneinheitlichen Ergebnisse bei Dam- und Rehwild würden sich für 
weiterführende Untersuchungen anbieten. Bis zu Klärung dieser Fragestellung kann die 
Probenmatrix Fleischsaft für serologische Untersuchungen auf BTV-Antikörper bei 
Wildwiederkäuern nur eingeschränkt empfohlen werden. 
Zur frühestmöglichen Erkennung eines erneuten Auftretens von BTV-Infektionen in 
Deutschland oder Mitteleuropa, zur Ausbruchsverfolgung, zur Abschätzung des 
Infektionsdruckes im Wildwiederkäuerbestand und zur Einschätzung, ob sich ein eigener 
Wildwiederkäuer-Zyklus etabliert hat, ist neben dem Monitoring im Nutztierbereich auch 
eine Untersuchung von Wildtieren (Muffel-, Dam- und Rotwild) zu empfehlen. Hierbei 
sollten ganz gezielt insbesondere Tiere aus Gehegehaltungen einbezogen werden. Als 
geeignete Probenmatrix hat sich aus den Daten dieser Studie EDTA-Blut erwiesen, mit 
welchem sowohl Antikörper als auch Virusgenomnachweise möglich sind und welches 
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Die Blauzungenkrankheit (Bluetongue, BT) ist eine weltweit verbreitete Infektionskrankheit 
der Wiederkäuer. Sie wird von einem Orbivirus, dem Bluetongue virus (BTV) ausgelöst, 
welches durch belebte Vektoren übertragen wird. Nach ursprünglich limitierter Verbreitung 
zwischen dem 35. südlichen und dem 40. nördlichen Breitengrad, hat sich das BT-Virus 
ausgehend vom Mittelmeerraum, auch in Teilen Südeuropas manifestiert. Im Spätsommer 
2006 wurde BTV erstmals auch in Zentraleuropa nachgewiesen (Belgien, Niederlande und 
Deutschland) und breitete sich in den folgenden Jahren in weitere angrenzende 
europäische Länder aus. Der nachgewiesene Serotyp 8 (BTV-8) war bis dahin nur auf 
Gebiete südlich der Sahara, sowie Mittel- und Südamerika beschränkt. 
Die Bedeutung von Wildwiederkäuern für die Epidemiologie der Blauzungenkrankheit in 
Deutschland und in Mitteleuropa war bis zu diesem Zeitpunkt unbekannt. Sind die 
einheimischen Wildwiederkäuer (Rothirsch (Cervus elaphus), Damhirsch (Dama dama), 
Europäischer Mufflon (Ovis aries musimon) und Reh (Capreolus capreolus)) für das BTV 
empfänglich, so könnten sie eine Rolle als Erregerreservoir spielen und müssen somit 
auch in einer wirksamen Bekämpfungsstrategie berücksichtigt werden. 
Von April 2008 bis März 2011 wurde ein Monitoring zum BTV-Nachweis in Thüringen 
durchgeführt. Es sollte untersucht werden, ob die heimischen Wildwiederkäuerarten 
während des BTV-8-Seuchenzuges eine Rolle in der Epidemiologie der BT gespielt 
haben. 
Im Untersuchungszeitraum wurden 2535 Blut- und 3922 Muskelfleischproben von 4204 
gehaltenen und erlegten Wildwiederkäuern (Rot-, Dam-, Muffel-, Reh- und Sikawild) auf 
BTV untersucht. 
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Für Rot-, Dam- und Muffelwild lag der Anteil der untersuchten Proben an der Jagdstrecke 
im Jagdjahr 2008/09 mit 3,7 %, 4,1 % und 24,3 % jeweils am höchsten und nahm in den 
folgenden Jagdjahren auf 0,4 %, 0,3 % und 5,3 % ab. Beim Rehwild lag der Anteil in allen 
Jagdjahren zwischen 0,8 % und 1,7 %. 
Die Seroprävalenzen waren in den Jagdjahren 2008/09 bis 2010/11 rückläufig und lagen 
beim Muffelwild (n=354) zwischen 4,1 % und 1,3 %, beim Damwild (n=1721) zwischen 
0,7 % und 0,0 % und beim Rotwild (n=283) zwischen 3,2 % und 0,0 %. Das bestätigt die 
Empfänglichkeit und Exposition dieser Spezies für BTV-8 in Thüringen. Bei dem 
untersuchten Rehwild wurden im gesamten Betrachtungszeitraum keine Antikörper gegen 
BTV im Blut (n=132) gefunden. 
In keiner der untersuchten 2535 Blutproben wurde BT-Virusgenom mittels RT-qPCR 
nachgewiesen. 
Die rückläufigen Seroprävalenzen bei Rot-, Dam- und Muffelwild und der fehlende 
Virusgenomnachweis deuten darauf hin, dass es keine Neuinfektionen und keine 
Persistenz des BTV-8 in der Wildwiederkäuerpopulation gab. Es ist anzunehmen, dass es 
im Untersuchungszeitraum in Thüringen zu keiner Zirkulation des BTV-8 in der 
Wildwiederkäuerpopulation, vergleichbar zu dem aus Spanien berichteten „Wildzyklus“, 
gekommen ist. Rehwild scheint weit weniger empfänglich für eine BTV-8-Infektion zu sein 
als andere Wildwiederkäuerarten, weshalb die Bedeutung bei der Verbreitung des BTV-8 
vernachlässigbar ist. 
Zur frühestmöglichen Erkennung eines erneuten Auftretens von BTV-Infektionen in 
Deutschland oder Mitteleuropa, zur Ausbruchsverfolgung, zur Abschätzung des 
Infektionsdruckes im Wildwiederkäuerbestand und zur Einschätzung, ob sich ein eigener 
Wildwiederkäuer-Zyklus etabliert hat, ist neben dem Monitoring im Nutztierbereich auch 
eine Untersuchung von Wildtieren (Rot-, Dam- und Muffelwild) zu empfehlen. Hierbei 
sollten ganz gezielt insbesondere Tiere aus Gehegen einbezogen werden. Im Rahmen 
dieser Studie erwies sich EDTA-Blut als geeignete Probenmatrix, welche den Antikörper- 
und Virusgenomnachweis von BTV in Wildwiederkäuern zulässt und leicht im Rahmen der 
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Bluetongue disease (Bluetongue, BT) is a globally widespread infectious disease of 
ruminants. The causative agent is the bluetongue virus (BTV), an Orbivirus that is 
transmitted by living vectors. Its distribution was originally limited to regions between the 
35th southern and the 40th northern latitude, however the BT virus spread from the 
Mediterranean and manifested in southern parts of Europe. In late summer of 2006, BTV 
was detected in Central Europe (Belgium, Netherlands and Germany) for the first time and 
spread to other European countries in the following years. Before, the detected serotype 8 
(BTV-8) was limited to areas south of the Sahara, as well as Central and South America. 
The importance of wild ruminants in the epidemiology of BT in Germany and Central 
Europe was unknown up to this point. If native wild ruminants (red deer (Cervus elaphus), 
fallow deer (Dama dama), mouflon (Ovis aries musimon) and roe deer (Capreolus 
capreolus)) are susceptible to BTV, they could play a role as a virus reservoir and must be 
considered in an effective control strategy. 
From April 2008 to March 2011, a monitoring for the detection of BTV was carried out in 
Thuringia. The role of indigenous wild ruminants in the epidemiology of BT during the BTV-
8 epidemic was to be investigated. 
In the course of the study period 2535 blood and 3922 muscle samples from 4204 fenced 
and free ranging wild ruminants (red deer, fallow deer, mouflon, roe deer and sika) were 
examined for BTV. 
For red deer, fallow deer and mouflon, the proportion of the tested samples on the hunting 
bag in the season 2008/09 was 3.7 %, 4.1 % and 24.3 % and decreased in the following 
hunting seasons to 0.4 %, 0.3 % and 5.3 %, respectively. In the case of roe deer, the 
proportion was between 0.8 % and 1.7 % in all hunting seasons. 
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From the hunting seasons 2008/09 to 2010/11, the detected seroprevalences in mouflons 
(n=354) decreased from 4.1 % to 1.3 %, in fallow deer (n=1721) from 0.7 % to 0.0 % and 
in red deer (n=283) from 3.2 % to 0.0 %. These findings show the susceptibility and the 
exposure of these species to BTV in Thuringia. No antibodies against BTV could be 
detected in blood samples of roe deer (n=132) over the entire period of observation. 
BT virus genome was not detected in any of the 2535 investigated blood samples by 
RT-qPCR. 
The declining seroprevalences in red deer, fallow deer and mouflon and the absence of 
viral genome indicate that there were no new infections and no persistence of BTV-8 in the 
wild ruminant population. It can be assumed that there was no circulation of BTV-8 in the 
wild ruminant population in Thuringia during the study period, which would have been 
comparable to the "wild cycle" reported from Spain. Roe deer appears to be far less 
susceptible to BTV-8 infection than other wild ruminants, therefore its importance for the 
spread of BTV-8 is negligible. 
To detect the reoccurrence of BTV infections in Germany or Central Europe as soon as 
possible, for outbreak control, to estimate the risk of infection in the wild ruminant 
population and to assess if a wild ruminant cycle has been established, the investigation of 
wild ruminant species (red deer, fallow deer and mouflon), especially the sampling of 
farmed wild ruminants, is recommended in addition to monitoring programs in the livestock 
sector. The Data of this study shows that EDTA blood is a suitable sample matrix for both, 
antibody and genome detection of BTV in wild ruminants, which can be easily collected 





Afshar A, Heckert RA, Dulac GC, Trotter HC, and Myers DJ. Application of a competitive ELISA for 
the detection of bluetongue virus antibodies in llamas and wild ruminants. J Wildl Dis. 
1995;31(3):327-330. 
 
Alexander KA, MacLachlan NJ, Kat PW, House C, O'Brien SJ, Lerche NW, et al. Evidence of 
natural bluetongue virus infection among African carnivores. Am J Trop Med Hyg 1994;51(5):568–
576. 
 
Anonymus. Fallwildbericht - Auswertung der im Jagdjahr 2007/08 durchgeführten 




Anonymus. Erlass zur „Durchführung von Untersuchungen auf BTV-8 bei Wildwiederkäuern“. 
2008b. Thüringer Ministerium für Soziales, Familie und Gesundheit (TMSFG) vom 11. Juli 2008. 
 
Anonymus. Verordnung über bestimmte Impfstoffe zum Schutz vor der Blauzungenkrankheit und 
zur Änderung der EG-Blauzungenbekämpfung-Durchführungsverordnung. Vom 2. Mai 2008 
(BAnz. S. 1599). Geändert durch Artikel 2 der Verordnung vom 24. September 2008 (BGBl. I S. 
1904). 2008c. 
 
Anonymus. Grundlagen- und Richtwertekatalog der Thüringer Wildhaltung, Thüringer 
Landesanstalt für Landwirtschaft, 1. Auflage 2010. 2010 (zitiert vom 
30.07.2016):5, <http://www.tll.de/ainfo/pdf/wild0310.pdf>. 
 
Anonymus. Fallwildbericht Auswertung der im Jagdjahr 2010/11 durchgeführten 




Anonymus. Great Britain to be declared free from bluetongue. Vet Rec. 2011b Jun 18;168(24):627. 
 
Anonymus. Verordnung über anzeigepflichtige Tierseuchen in der Fassung der Bekanntmachung 
vom 19. Juli 2011 (BGBl. I S. 1404), zuletzt geändert durch Artikel 3 der Verordnung vom 3. Mai 
2016 (BGBl. I S. 1057). 
 
  
Anonymus. Preliminary Outbreak Assesment, Bluetongue virus (BTV-4) in Greece, Bulgaria and 
the Republic of Macedonia. 2014b. (zitiert vom 27.07.2016):1-3, <https://www.gov.uk/government/
uploads/system/uploads/attachment_data/file/344431/poa-btv-greece-20140814.pdf>. 
 
Anonymus. Updated Outbreak Assesment. Bluetongue virus (BTV-4) in Southern Europe. 2014c. 
(zitiert vom 27.07.2016):1-3, <https://www.gov.uk/government/uploads/system/uploads/attachment
_data/file/375646/update-btv-europe-141110.pdf>. 
 
Anonymus. Jagdstrecke Gesamt Freistaat Thüringen (Jagdjahr 1993/94 bis 2013/14). 2014d 
(zitiert vom 30.07.2016):1, <http://www.thueringen.de/imperia/md/content/tmlnu/forst/jagd/jagdstrec
ke2014.pdf>. 
 
Anonymus. Leitlinie zur effizienten und umweltverträglichen Landwirtschaftlichen 




Arenas-Montes A, Paniagua J, Arenas A, Lorca-Oró C, Carbonero A, Cano-Terriza D, García-
Bocanegra I. Spatial–temporal Trends and Factors Associated with the Bluetongue Virus 
Seropositivity in Large Game Hunting Areas from Southern Spain. Transbound Emerg Dis. 
2016;63(5):339-346. 
 
Attoui H, Mertens PPC, Becnel J, Belaganahalli S, Bergoin M, et al. Ninth Report of the 
International Committee on Taxonomy of Viruses. In: Andrew MQ King, Michael J Adams, Eric B 
Carstens, Elliot J Lefkowitz, editors. Family: Reoviridae London: Elsevier/Academic Press; 2011. 
pp.541–603. 
 
Backx A, Heutink R, van Rooij E, van Rijn P. Transplacental and oral transmission of wild-type 
bluetongue virus serotype 8 in cattle after experimental infection. Vet Microbiol. 2009;18;138(3-
4):235-243. 
 
Barnard BJH. Antibodies against some viruses of domestic animals in southern African wild 
animals. Onderstepoort J Vet Res. 1997;64:95–110. 
 
Barratt-Boyes SM, MacLachlan NJ. Dynamics of viral spread in bluetongue virus infected calves. 
Vet Microbiol. 1994;40(3-4):361-371. 
 
  
Barratt-Boyes SM, Rossitto PV, Taylor BC, Ellis JA, MacLachlan NJ. Response of the regional 
lymph node to bluetongue virus infection in calves. Vet Immunol Immunopathol. 1995;45(1-2):73-
84. 
 
Barros SC, Ramos F, Luís TM, Vaz A, Duarte M, Henriques M, Cruz B, Fevereiro M. Molecular 
epidemiology of bluetongue virus in Portugal during 2004-2006 outbreak. Vet Microbiol. 
2007;124(1-2):25-34. 
 
Batten CA, Bachanek-Bankowska K, Bin-Tarif A, Kgosana L, Swain A.J., Corteyn M, Darpel K, 
Mellor PS, Elliott HG, Oura CAL. Bluetongue virus: European Community inter-laboratory 
comparison tests to evaluate ELISA and RT-PCR detection methods. Vet. Microbiol. 
2008a;129:80–88. 
 
Batten CA, Maan S, Shaw AE, Maan NS, Mertens PP. A European field strain of bluetongue virus 
derived from two parental vaccine strains by genome segment reassortment. Virus Res. 
2008b;137:56-63. 
 
Batten CA, Harif B, Henstock MR, Ghizlane S, Edwards L, Loutfi C, et al. Experimental infection of 
camels with bluetongue virus. Res Vet Sci. 2011;90:533–535. 
 
Batten C, Darpel K, Henstock M, Fay P, Veronesi E, Gubbins S, Graves S, Frost L, Oura C. 
Evidence for transmission of bluetongue virus serotype 26 through direct contact. PLoS One. 
2014;9(5):e96049. 
 
Becker N. (2014): Die Stechmückenfauna Deutschlands im Wandel der Zeit - Stechmücken als 
Indikatoren für Klimaveränderung. In: Lozán, J. L., Grassl, H., Karbe, L. & G. Jendritzky (Hrsg.). 
Warnsignal Klima: Gefahren für Pflanzen, Tiere und Menschen. 2. Auflage. Elektron. Veröffent. 
(Kap. 3.2.7). (zitiert vom 27.07.2016), <www.warnsignale.uni-hamburg.de>. 
 
Belbis G, Bréard E, Cordonnier N, Moulin V, Desprat A, Sailleau C, Viarouge C, Doceul V, Zientara 
S, Millemann Y. Evidence of transplacental transmission of bluetongue virus serotype 8 in goats. 
Vet Microbiol. 2013;25;166(3-4):394-404. 
 
Bock WI, Serologische und molekularbiologische Untersuchungen zum Vorkommen des 
Bluetongue Virus (BTV) und von Pestiviren in der Wildwiederkäuerpopulation im Freistaat 
Thüringen (2007-2011). [Poster] 8. Stendaler Symposium Diagnostik und Bekämpfung von 
Tierseuchen und anderen bedeutenden Infektionskrankheiten bei Rindern; 2012 Mai 9-11; Stendal, 
  
Deutschland. Stendal: Landesamt für Verbraucherschutz Sachsen-Anhalt, Fachbereich 4 
Veterinärmedizin; 2012. 
 
Bonneau KR, DeMaula CD, Mullens BA, MacLachlan NJ. Duration of viraemia infectious to 
Culicoides sonorensis in bluetongue virus-infected cattle and sheep. Vet Microbiol. 
2002;88(2):115-125. 
 
Bouwknegt C, van Rijn PA, Schipper JJ, Hölzel D, Boonstra J, Nijhof AM, van Rooij EM, Jongejan 
F. Potential role of ticks as vectors of bluetongue virus. Exp Appl Acarol. 2010;52(2):183-192. 
 
Borkent A. 2014. World species of biting midges (Diptera: Ceratopogonidae) updated: 20th 
January 2014, accessed: 6th February 2014. (zitiert vom 27.07.2016), <http://wwx.inhs.illinois.edu/fi
les/9913/9144/3328/CeratopogonidaeCatalog.pdf>. 
 
Boyce M, Wehrfritz J, Noad R, Roy P. Purified recombinant bluetongue virus VP1 exhibits RNA 
replicase activity. J Virol. 2004;78(8):3994-4002. 
 
Boyce M, Celma CC, Roy P. Bluetongue virus non-structural protein 1 is a positive regulator of 
viral protein synthesis. Virol J. 2012;9:178. 
 
Boyle DB, Bulach DM, Amos-Ritchie R, Adams MM, Walker PJ, Weir R. Genomic sequences of 
Australian bluetongue virus prototype serotypes reveal global relationships and possible routes of 
entry into Australia. J Virol. 2012;86:6724-6731. 
 
Bréard E, Sailleau C, Quenault H, Lucas P, Viarouge C, Touzain F, Fablet A, Vitour D, Attoui H, 
Zientara S, Blanchard Y. Complete Genome Sequence of Bluetongue Virus Serotype 8, Which 
Reemerged in France in August 2015. Genome Announc. 2016;14;4(2):e00163-16. 
 
Campbell JA, Pelham-Clinton EC. A taxonomic review of the British species of Culicoides Latreille 
(Diptera, Ceratopogonidae). Proceedings of the Royal Society of Edinburgh, series B. 
1960;67:181-303. 
 
Carpenter S, Wilson A, Mellor PS. Culicoides and the emergence of bluetongue virus in northern 
Europe. Trends Microbiol. 2009;17(4):172-178. 
 
Caporale V, Giovannini A. Bluetongue control strategy, including recourse to vaccine: a critical 
review. Rev Sci Tech. 2010;29(3):573-591. 
 
  
Caporale M, Di Gialleonorado L, Janowicz A, Wilkie G, Shaw A, Savini G, et al. Virus and host 
factors affecting the clinical outcome of bluetongue virus infection. J Virol. 2014;88(18):10399-
10411. 
 
Casaubon J, Chaignat V, Vogt HR, Michel AO, Thür B, Ryser-Degiorgis MP. Survey of bluetongue 
virus infection in free-ranging wild ruminants in Switzerland. BMC Vet Res. 2013 Aug 14;9:166. 
 
Celma CC, Roy P. A viral nonstructural protein regulates bluetongue virus trafficking and release. J 
Virol. 2009;83:6806–6816. 
 
Celma CC, Bhattacharya B, Eschbaumer M, Wernike K, Beer M, Roy P. Pathogenicity study in 
sheep using reverse-genetics-based reassortant bluetongue viruses. Vet Microbiol. 
2014;174(1-2):139-147. 
 
Clavijo A, Heckert RA, Dulac GC, Afshar A. Isolation and identification of bluetongue virus. J Virol 
Methods. 2000;87:13–23. 
 
Clutton-Brock TH, Guinness FE, Albon SD. Red deer. Behaviour and ecology of two sexes. 
University of Chicago, Chicago Press. 1982, ISBN: 978-0-852-24447-0. 
 
Conraths FJ, Kramer M, Freuling C. Hoffmann B, Staubach C, Gethmann J, Teifke J, Mettenleiter 
TC, Beer M. Blauzungenkrankheit in Deutschland: Klinik, Diagnostik und Epidemiologie. Der 
praktische Tierarzt. 2007;88(Suppl.2):9-15. 
 
Corbière F, Nussbaum S, Alzieu JP, Lemaire M, Meyer G, Foucras G, Schelcher F. Bluetongue 
virus serotype 1 in wild ruminants, France, 2008-10. J Wildl Dis. 2012;48(4):1047-1051. 
 
Dal Pozzo F, Saegerman C, Thiry E. Bovine infection with bluetongue virus with special emphasis 
on European serotype 8. Vet J. 2009;182(2):142-151. 
 
Daniels PW, Sendow I, Pritchard LI, Sukarsih, Eaton BT. Regional overview of bluetongue viruses 
in south-east Asia: viruses, vectors and surveillance. Vet Ital. 2004;40:94–100. 
 
Darpel KE, Batten CA, Veronesi E, Shaw AE, Anthony S, Bachanek-Bankowska K, Kgosana L, 
Bin-Tarif A, Carpenter S, Müller-Doblies UU, Takamatsu H-H, Mellor PS, Mertens PPC, Oura CAL. 
Clinical signs and pathology shown by British sheep and cattle infected with bluetongue Culicoides 
Saliva Modifies Bluetongue Virus virus serotype 8 derived from the 2006 outbreak in northern 
Europe. Vet Rec. 2007;161:253–261. 
  
Darpel KE, Batten CA, Veronesi E, Williamson S, Anderson P, Dennison M, Clifford S, Smith C, 
Philips L, Bidewell C, Bachanek-Bankowska K, Sanders A, Bin-Tarif A, Wilson AJ, Gubbins S, 
Mertens PP, Oura CA, Mellor PS. Transplacental transmission of bluetongue virus 8 in cattle, UK. 
Emerg Infect Dis. 2009;15(12):2025-2028. 
 
Darpel KE, Barber J, Hope A, Wilson AJ, Gubbins S, Henstock M, Frost L, Batten C, Veronesi E, 
Moffat K, Carpenter S, Oura C, Mellor PS, Mertens PP. Using shared needles for subcutaneous 
inoculation can transmit bluetongue virus mechanically between ruminant hosts. Sci Rep. 
2016;8;6:20627. 
 
De Clercq K, De Leeuw I, Verheyden B, Vandemeulebroucke E, Vanbinst T, Herr C, Méroc E, 
Bertels G, Steurbaut N, Miry C, De Bleecker K, Maquet G, Bughin J, Saulmont M, Lebrun M, 
Sustronck B, De Deken R, Hooyberghs J, Houdart P, Raemaekers M, Mintiens K, Kerkhofs P, 
Goris N, Vandenbussche F. Transplacental infection and apparently immunotolerance induced by 
a wild-type bluetongue virus serotype 8 natural infection. Transbound Emerg Dis. 
2008;55(8):352-359. 
 
De Clercq K, Mertens P, De Leeuw I, Oura C, Houdart P, Potgieter AC, Maan S, Hooyberghs J, 
Batten C, Vandemeulebroucke E, Wright IM, Maan N, Riocreux F, Sanders A, Vanderstede Y, 
Nomikou K, Raemaekers M, Bin-Tarif A, Shaw A, Henstock M, Bréard E, Dubois E, Gastaldi-Thiéry 
C, Zientara S, Verheyden B, Vandenbussche F. Emergence of bluetongue serotypes in Europe, 
part 2: the occurrence of a BTV-11 strain in Belgium. Transbound Emerg Dis. 
2009;56(9-10):355-361. 
 
De Diego AC, Sánchez-Cordón PJ, Sánchez-Vizcaíno JM. Bluetongue in Spain: from the first 
outbreak to 2012. Transbound Emerg Dis. 2014;61(6):e1-11. 
 
Dedek J. Untersuchungen zur Analyse und Wertung der epizootiologischen Situation beim 
jagdbaren Wild. Erarbeitung von Grundlagen für ein Wildlife monitoring. [Habilschr. med. vet]. 
Berlin: Humboldt-Universität Berlin; 1992. 
 
Desmecht D, Bergh RV, Sartelet A, Leclerc M, Mignot C, Misse F, Sudraud C, Berthemin S, Jolly 
S, Mousset B, Linden A, Coignoul F, Cassart D. Evidence for transplacental transmission of the 
current will d-type strain of bluetongue virus serotype 8 in cattle. Vet Rec. 2008;163(2):50-52. 
 
Dunbar MR, Cunningham MW, Roof JC. Seroprevalence of selected disease agents from free-
ranging black bears in Florida. J Wildl Dis. 1998;34:612–619. 
 
  
Dungu B, Gerdes T, Smit T. The use of vaccination in the control of bluetongue in southern Africa. 
Vet Ital. 2004;40(4):616-622. 
 
Elbers AR, Dekker A, Dekkers LJM. Serosurveillance of wild deer and wild boar after the epidemic 
of foot-and-mouth disease in the Netherlands in 2001. Vet Rec. 2003;153:678-681. 
 
Elbers AR, Backx A, Meroc E, Gerbier G, Staubach C, Hendrickx G, van der Spek A, Mintiens K. 
Field observations during the bluetongue serotype 8 epidemic in 2006. I. Detection of first 
outbreaks and clinical signs in sheep and cattle in Belgium, France and the Netherlands. Prev Vet 
Med. 2008a;87(1-2):21-30. 
 
Elbers AR, Backx A, Mintiens K, Gerbier G, Staubach C, Hendrickx G, van der Spek A. Field 
observations during the Bluetongue serotype 8 epidemic in 2006. II. Morbidity and mortality rate, 
case fatality and clinical recovery in sheep and cattle in the Netherlands.Prev Vet Med. 
2008b;87(1-2):31-40. 
 
Elbers AR, Koenraadt CJM, Meiswinkel R. Mosquitoes and culicoides biting midges: vector range 
and the influence of climate change. Rev Sci Tech. 2015;34:123–137. 
 
Erasmus BJ. Bluetongue virus. In Virus Infections of Ruminants. Dinter Z, Morein B, Hrsg. New 
York: Elsevier Science Publishers; 1990. p.227–237. ISBN: 978-0-444-87312-5. 
 
Erasmus BJ, Potgieter AC. The history of bluetongue. In Mellor PS, Baylis M, Mertens PPC, Hrsg. 
Bluetongue. 1. Aufl. Academic Press: London; 2009. pp.7-23. ISBN: 978-0-12-369368-6. 
 
Eschbaumer M, Hoffmann B, Moss A, Savini G, Leone A, König P, Zemke J, Conraths F, Beer M. 
Emergence of bluetongue virus serotype 6 in Europe-German field data and experimental infection 
of cattle. Vet Microbiol. 2010;143(2-4):189-195. 
 
Eschbaumer M. Recent Developments in Immunoprophylaxis, Diagnosis and Epizootiology of 
Bluetongue Virus in Germany [Dissertation med. vet]. München: LMU München; 2010. 
 
European Food Safety Authority (EFSA) 2008. Bluetongue vectors and insecticides. Scientific 
Opinion of the Panel on Animal Health and Welfare (Question No EFSA-Q-2007-201). Adopted on 
19 June 2008. The EFSA Journal 2008;735:1-70. 
 
Falconi C, López-Olvera JR, Gortázar C. BTV infection in wild ruminants, with emphasis on red 
deer: a review. Vet Microbiol. 2011;151(3-4):209-219. 
  
Fernandez-de-Mera IG, Vicente J, Naranjo V, Fierro Y, Garde JJ, de la Fuente J, Gortazar C. 
Impact of major histocompatibility complex class II polymorphisms on Iberian red deer parasitism 
and life history traits. Infect Genet Evol. 2009;9(6):1232-1239. 
 
Fernández-Pacheco P, Fernández-Pinero J, Agüero M, Jiménez-Clavero MA. Bluetongue virus 
serotype 1 in wild mouflons in Spain. Vet Rec. 2008;162(20):659–660. 
 
Ferrari G, De Liberato C, Scavia G, Lorenzetti R, Zini M, Farina F, Magliano A, Cardeti G, Scholl F, 
Guidoni M, Scicluna MT, Amaddeo D, Scaramozzino P, Autorino GL. Active circulation of 
bluetongue vaccine virus serotype-2 among unvaccinated cattle in central Italy. Prev Vet Med. 
2005;68:103-113. 
 
Fischer-Tenhagen C, Hamblin C, Quandt S, Frölich K. Serosurvey for selected infectious disease 
agents in free-ranging black and white rhinoceros in Africa. J Wildl Dis. 2000;36:316–323. 
 
Friedrich-Loeffler-Institut (FLI) 2009. Qualitative Risikobewertung zur Aufhebung der Impfpflicht 




Friedrich-Loeffler-Institut (FLI) 2010. Number of cases of bluetongue disease since 2006 
(28.07.2010) © Friedrich-Loeffler-Institut, (zitiert vom 30.07.2016), <https://www.fli.de/fileadmin/_pr
ocessed_/csm_BT_News_e4787f9e55.jpg>. 
 
Friedrich-Loeffler-Institut (FLI) 2012. Qualitative Risikobewertung zum Risiko des Wiederauftretens 




Friedrich-Loeffler-Institut (FLI) 2015. Qualitative Risikobewertung zur Einschleppung der 
Blauzungenkrankheit, Serotyp 4. (zitiert am 27.07.2016):8, <https://www.fli.de/fileadmin/FLI/Publik
ationen/Risikobewertungen/BTV4_Risikobewertung_0215-07-03.pdf>. 
 
Fröhlich K. Untersuchungen zur Epidemiologie ausgewählter Infektionskrankheiten bei Wildtieren 
[Habilschr. med. vet]. Berlin: Freie Universität Berlin; 2001. 
 
Gambles RM. Bluetongue of sheep in Cyprus. J Comp Pathol 1949;59:176–190. 
 
  
Garcia I, Napp S, Casal J, Perea A, Perea A, Allepuz A, Alba A, Carbonero A, Arenas A. 
Bluetongue epidemiology in wild ruminants from Southern Spain. Eur J Wildl Res. 
2009;55:173-178. 
 
García-Bocanegra I, Arenas-Montes A, Lorca-Oró C, Pujols J, González MA, Napp S, Gómez-
Guillamón F, Zorrilla I, Miguel ES, Arenas A. Role of wild ruminants in the epidemiology of 
bluetongue virus serotypes 1, 4 and 8 in Spain. Vet Res. 2011;42:88. 
 
Gard GP. Studies of bluetongue virulence and pathogenesis in sheep carried out at Animal Virus 
Research Institute, Pirbright, England, 1986., iv + 58pp.; [Technical Bulletin No. 103, 
ISSN 0158-2763]. 
 
Gard GP, Weir RP, Walsh SJ. Arboviruses recovered from sentinel cattle using several virus 
isolation methods. Vet. Microbiol. 1988;18:119–125. 
 
Gardner IA, Hietala S, Boyce WM. Validity of using serological tests for diagnosis of diseases in 
wild animals. Rev Sci Tech. 1996;15:323–335. 
 
Gethmann J, Hoffmann B, Probst C, Beer M, Conraths FJ, Mettenleiter TC. Drei Jahre 
Blauzungenkrankheit Serotyp 8 in Deutschland – ein Überblick. Tierärztl Umschau 2010;64:4-12. 
 
Gibbs EP, Greiner EC. The epidemiology of bluetongue. Comp Immunol Microbiol Infect Dis. 
1994;17(3-4):207-220. 
 
Goetghebuer M, Lenz F. Heleidae (Ceratopogonidae). In: Lindner, E. Hrsg. Die Fliegen der 
palaearktischen Region. Vol. 13a – Schweizerbart’sche Verlagsbuchhandlung (Erwin Nägele) 
GmbH, Stuttgart, 1934. 133pp. + 12 tab. 
 
Goldsmit L, Barzilai E. An improved method for the isolation and identification of bluetongue virus 
by intravenous inoculation of embryonating chicken eggs. J. Comp. Pathol. 1968;78:477–487. 
 
Green P. Killing deer. Stalking Magazine. 1992; 21-23. 
 
Grego E, Sossella M, Bisanzio D, Stella MC, Giordana G, Pignata L, Tomassone L. Wild ungulates 
as sentinel of BTV-8 infection in piedmont areas. Vet Microbiol. 2014;174(1-2):93-99. 
 
Grimes JM, Burroughs JN, Gouet P, Diprose JM, Malby R, Ziéntara S, Mertens PP, Stuart DI. The 
atomic structure of the bluetongue virus core. Nature. 1998;395(6701):470-478. 
  
Gould AR, Pritchard LI. Relationships amongst bluetongue viruses revealed by comparisons of 
capsid and outer coat protein nucleotide sequences. Virus Res. 1990;17(1):31-52. 
 
Haas B. Application of the liquid phase blocking sandwich ELISA. Problems encountered in 
import/export serology and possible solutions. Proceedings of the Session of the Research Group 
of the European Commission for the Control of Foot and Mouth Disease; 1994; Vienna, Austria. 
EuFMD; pp. 124–127. 
 
Haas B. Die Diagnostik der Maul- und Klauenseuche. Dtsch Tierarztl Wochenschr. 
2001;108:508-513. 
 
Hamblin C, Salt JS, Graham SD, Hopwood K, Wade-Evans AM. Bluetongue virus serotypes 1 and 
3 infection in Poll Dorset sheep. Aust Vet J 1998;76:622-629. 
 
Han Z, Harty RN. The NS3 protein of bluetongue virus exhibits viroporin-like properties. J Biol 
Chem. 2004;279(41):43092-43097. 
 
Hassan SS, Roy P. Expression and functional characterization of bluetongue virus VP2 protein: 
role in cell entry. J Virol. 1999;73(12):9832-9842. 
 
Hassan SH, Wirblich C, Forzan M, Roy P. Expression and functional characterization of 
bluetongue virus VP5 protein: role in cellular permeabilization. J Virol. 2001;75(18):8356-8367. 
 
Havelka P, Aguilar M (1999) Ceratopogonidae. In: Schumann H, Bahrmann, Stark A, Hrsg. 
Entomofauna Germanica 2. Checkliste der Dipteren Deutschlands. Studia dipterologica Suppl. 2 
Halle (Saale), p. 80–82. 
 
Hateley G. Bluetongue in northern Europe: the story so far. In Practice 31. 2009;202-209. 
 
Henning MW. Blue-tongue (Bloutong). Animal diseases in South Africa. Capetown, Central News 
Agency, Ltd., South Africa, 1956. 
 
Hoff GL, Trainer DO. Bluetongue and epizootic hemorrhagic disease viruses: their relationship to 
wildlife species. Adv Vet Sci Comp Med. 1978;22:111-132. 
 
Hoffmann B, Depner K, Schirrmeier H, Beer M. A universal heterologous internal control system for 
duplex real-time RT-PCR assays used in a detection system for pestiviruses. J Virol Methods. 
2006;136(1-2):200-209. 
  
Hoffmann B, Bauer B, Bauer C, Bätza HJ, Beer M, Clausen PH, Geier M, Gethmann JM, Kiel E, 
Liebisch G, Liebisch A, Mehlhorn H, Schaub GA, Werner D, Conraths FJ. Monitoring of putative 
vectors of bluetongue virus serotype 8, Germany. Emerg Infect Dis. 2009;15:1481–1484. 
 
Hofmann MA, Renzullo S, Mader M, Chaignat V, Worwa G, Thuer B. Genetic characterization of 
toggenburg orbivirus, a new bluetongue virus, from goats, Switzerland. Emerg Infect Dis. 
2008;14(12):1855-1861. 
 
Holsteg M, Walburga L, Jungblut R, Jahn B, Piontkowski A. Untersuchung zum Vorkommen von 
Antikörpern gegen BTV-8 bei Rotwild, Rehwild, Damwild und Muffelwild in den Jahren 2008 – 2012 
für das Bundesland Nordrhein-Westfalen. 8. Stendaler Symposium Diagnostik und Bekämpfung 
von Tierseuchen und anderen bedeutenden Infektionskrankheiten bei Rindern; 2012 Mai 9-11; 
Stendal, Deutschland. Stendal: Landesamt für Verbraucherschutz Sachsen-Anhalt, Fachbereich 4 
Veterinärmedizin; 2012. 
 
Hornyák Á, Malik P, Marton S, Dóró R, Cadar D, Bányai K. Emergence of multireassortant 
bluetongue virus serotype 4 in Hungary. Infect Genet Evol. 2015;33:6-10. 
 
Horscroft NJ, Roy P. NTP binding and phosphohydrolase activity associated with purified 
bluetongue virus non-structural protein NS2. J Gen Virol. 2000;81(Pt8):1961-1965. 
 
House JA, Groocock CM, Campbell CH. Antibodies to bluetongue viruses in animals imported into 
United States zoological gardens. Can J Comp Med. 1982;46(2):154-159. 
 
Hutcheon D. Malarial catarrhal fever of sheep. Vet Res. 1902;14:629-633. 
 
Jauniaux TP, De Clercq KE, Cassart DE, Kennedy S, Vandenbussche FE, Vandemeulebroucke 
EL, Vanbinst TM, Verheyden BI, Goris NE, Coignoul FL. Bluetongue in Eurasian lynx. Emerg Infect 
Dis. 2008;14(9):1496–1498. 
 
Janowicz A, Caporale M, Shaw A, Gulletta S, Di Gialleonardo L, Ratinier M, Palmarini M. Multiple 
genome segments determine virulence of bluetongue virus serotype 8. J Virol. 
2015;89(10):5238-5249. 
 
Jarnemo A, Wikenros C. Movement pattern of red deer during drive hunts in Sweden. Europ J 
Wildl Res. 2013;60(1):77-84. 
 
  
Jochim MM, Luedke AJ, Bowne JG. The clinical and immunogenic response of sheep to oral and 
intradermal administrations of bluetongue virus. Am J Vet Res. 1965;26(115):1254-1260. 
 
Kaden V, Lange E, Nagel-Kohl U, Bruer W. Meat juice as diagnostic sample for virological and 
serological diagnosis of classical swine fever. Dtsch Tierarztl Wochenschr. 2009;116:173–179. 
 
Kampen H, Werner D. Three years of bluetongue disease in central Europe with special reference 
to Germany: what lessons can be learned? Wien Klin Wochenschr. 
2010;122(Supplement 3):31-39. 
 
Kampen H, Werner D. Gnitzen (Ceratopogonidae) als Überträger von sich ausbreitenden 
Infektionserkrankungen bei Tieren. In: Lozán, J. L., Grassl, H., Karbe, L., Jendritzky, G. (eds), 
Warnsignal Klima: Gefahren für Pflanzen, Tiere und Menschen. 2. Aufl.; 2014 Kap.3.2.16 (zitiert 
vom 27.07.2016), <http://www.klima-warnsignale.uni-hamburg.de/>. 
 
Kar AK, Roy P. Defining the structure-function relationships of bluetongue virus helicase protein 
VP6. J Virol. 2003;77(21):11347-11356. 
 
Kemp GE, Causey OR, Setzer HW, Moore DL. Isolation of viruses from wild mammals in West 
Africa, 1966-1970. J. Wildl. Dis. 1974;10:279-293. 
 
Kirkeby C, Bodker R, Stockmarr A, Lind P, Heegaard PMH. Quantifying dispersal of European 
Culicoides (Diptera: Ceratopogonidae) vectors between farms using a novel mark-release-
recapture technique. PLoS ONE. 2013;8(4):e61269. 
 
Kirkland PD, Hawkes RA. A comparison of laboratory and 'wild' strains of bluetongue virus--is there 
any difference and does it matter? Vet Ital. 2004;40(4):448-455. 
 
Kölbl S, Virologische Diagnostik Virusinfektionen bei Wildtieren. In: Dedek J, Steineck, T, Hrsg. 
Wildhygiene. Gustav Fischer Verlag Jena 1994. ISBN: 3334608115. 
 
Kyriakis CS, Billinis C, Papadopoulos E, Vasileiou NG, Athanasiou LV, Fthenakis GC. Bluetongue 
in small ruminants: An opinionated review, with a brief appraisal of the 2014 outbreak of the 
disease in Greece and the south-east Europe. Vet Microbiol. 2015;181(1-2):66-74. 
 




Lee VH, Causey OR, Moore DL. Bluetongue and related viruses in Ibadan, Nigeria: isolation and 
preliminary identification of viruses. Am J Vet Res. 1974;35:1105–1108. 
 
Legisa DM, Gonzalez FN, Dus Santos MJ. Bluetongue virus in South America, Central America 
and the Caribbean. Virus Res. 2014;182:87-94. 
 
Liebisch A, Liebisch G. Biologie und Bekämpfung von Culicoides-Mücken als Vektor der 
Bluetongue bei Rindern in Deutschland. Prakt Tierarzt. 2007;88:440-444. 
 
Linden A, Gregoire F, Nahayo A, Hanrez D, Mousset B, Massart AL, De Leeuw I, 
Vandemeulebroucke E, Vandenbussche F, De Clercq K. Bluetongue virus in wild deer, Belgium, 
2005-2008. Emerg Infect Dis. 2010;16(5):833-836. 
 
Lohse L, Uttenthal Å, Rasmussen TB, Nielsen J. Diagnostic value of meat juice in early detection 
of Classical swine fever virus infection. J VET Diagn Invest. 2011 23:1005-1008. 
 
López AC, Botija CS. L'épizootie de fièvre catarrhale ovine en Espagne (bluetongue). Bulletin de l' 
Office International des Epizooties. 1958;50:65–93. 
 
López-Olvera JR, Falconi C, Férnandez-Pacheco P, Fernández-Pinero J, Sánchez MA, Palma A, 
Herruzo I, Vicente J, Jiménez-Clavero MA, Arias M, Sánchez-Vizcaíno JM, Gortázar C. 
Experimental infection of European red deer (Cervus elaphus) with bluetongue virus serotypes 1 
and 8. Vet Microbiol. 2010;145(1-2):148-152. 
 
Lorca-Oró C, López-Olvera JR, Fernández-Sirera L, Solanes D, Navarro N, García-Bocanegra I, 
Lavín S, Domingo M, Pujols J. Evaluation of the efficacy of commercial vaccines against 
bluetongue virus serotypes 1 and 8 in experimentally infected red deer (Cervus elaphus). Vet 
Microbiol. 2012;154(3-4):240-246. 
 
Lorca-Oró C, López-Olvera JR, Ruiz-Fons F, Acevedo P, García-Bocanegra I, Oleaga Á, Gortázar 
C, Pujols J. Long-term dynamics of bluetongue virus in wild ruminants: relationship with outbreaks 
in livestock in Spain, 2006-2011. PLoS One. 2014;9(6):e100027. 
 
MacLachlan NJ. The pathogenesis and immunology of bluetongue virus infection of ruminants. 
Comp Immunol Microbiol Infect Dis. 1994;17(3-4):197-206. 
 
MacLachlan NJ, Conley AJ, Kennedy PC. Bluetongue and equine viral arteritis viruses as models 
of virus-induced fetal injury and abortion. Anim Reprod Sci. 2000;60-61:643-651. 
  
MacLachlan NJ, Crafford JE, Vernau W, Gardner IA, Goddard A, Guthrie AJ, Venter EH. 
Experimental reproduction of severe bluetongue in sheep. Vet Pathol. 2008;45(3):310-315. 
 
Maclachlan NJ, Drew CP, Darpel KE, Worwa G. The pathology and pathogenesis of bluetongue. J 
Comp Pathol. 2009;141(1):1-16. 
 
Maclachlan NJ, Guthrie AJ. Re-emergence of bluetongue, African horse sickness, and other 
orbivirus diseases. Vet Res. 2010;41(6):35. 
 
Maclachlan NJ. Bluetongue: history, global epidemiology, and pathogenesis. Prev Vet Med. 
2011;102(2):107-111. 
 
Maclachlan NJ, Wilson WC, Crossley BM, Mayo CE, Jasperson DE, Breitmeyer RE, Whiteford AM. 
Novel serotype of Bluetongue virus, western North America. Emerg Infect Dis. 2013;19(4):665-666. 
 
Maclachlan NJ, Mayo CE. Potential strategies for control of bluetongue, a globally emerging, 
Culicoides-transmitted viral disease of ruminant livestock and wildlife. Antiviral Res. 
2013;99(2):79-90. 
 
Maan S, Maan NS, Ross-Smith N, Batten CA, Shaw AE, Anthony SJ, Samuel AR, Darpel KE, 
Veronesi E, Oura CAL, Singh KP, Nomikou K, Potgieter AC, Attoui H, van Rooij E, van Rijn P, De 
Clercq K, Vandenbussche F, Zientara S, Bréard E, Sailleau C, Beer M, Hoffman B, Mellor PS, 
Mertens PPC. Sequence analysis of bluetongue virus serotype 8 from the Netherlands 2006 and 
comparison to other European strains. Virology. 2008;377:308-318. 
 
Maan S, Maan NS, van Rijn PA, van Gennip RG, Sanders A, Wright IM, Batten C, Hoffmann B, 
Eschbaumer M, Oura CA, Potgieter AC, Nomikou K, Mertens PP. Full genome characterisation of 
bluetongue virus serotype 6 from the Netherlands 2008 and comparison to other field and vaccine 
strains. PLoS One. 2010;5(4):e10323. 
 
Maan S, Maan NS, Nomikou K, Batten C, Antony F, Belaganahalli MN, Samy AM, Reda AA, Al-
Rashid SA, El Batel M, Oura CA, Mertens PP. Novel bluetongue virus serotype from Kuwait. 
Emerg Infect Dis. 2011a;17(5):886-889. 
 
Maan S, Maan NS, Nomikou K, Veronesi E, Bachanek-Bankowska K, Belaganahalli MN, Attoui H, 
Mertens PP. Complete Genome Characterisation of a Novel 26th Bluetongue Virus Serotype from 
Kuwait. PLoS ONE. 2011b;6(10):e26147. 
 
  
Maan NS, Maan S, Nomikou K, Prasad G, Singh KP, Belaganahalli MN, Mertens PP. Full genome 
sequence of bluetongue virus serotype 1 from India. J Virol. 2012a;86:4717-4718. 
 
Maan NS, Maan S, Belaganahalli MN, Ostlund EN, Johnson DJ, Nomikou K, Mertens PP. 
Identification and Differentiation of the Twenty Six Bluetongue Virus Serotypes by RT–PCR 
Amplification of the Serotype-Specific Genome Segment 2. PLoS ONE. 2012b;7(2):e32601. 
 
Malo AF, Roldan ER, Garde JJ, Soler AJ, Vicente J, Gortazar C, Gomendio M. What does 
testosterone do for red deer males? Proc Biol Sci. 2009;276(1658):971-980. 
 
Manso-Ribeiro JJ, Rosa-Azevedo A, Noroña FO,Braco-Forte MC, Grave-Pereira C, Vasco-Fernán-
dez M, 1957. Fiebre catarrhale du mouton (Blue-tongue). Bull. Off. Int. Epizoot. 48: 350-367. 
 
de Mattos CC, de Mattos CA, MacLachlan NJ, Giavedoni LD, Yilma T, Osburn BI. Phylogenetic 
comparison of the S3 gene of United States prototype strains of bluetongue virus with that of field 
isolates from California. J Virol. 1996;70(8):5735-5739. 
 
Mauroy A, Guyot H, De Clercq K, Cassart D, Thiry E, Saegerman C. Bluetongue in captive yaks. 
Emerg Infect Dis. 2008;14(4):675-676. 
 
Mehlhorn H, Walldorf V, Klimpel S, Jahn B, Jaeger F, Eschweiler J, Hofmann B, Beer M. First 
occurrence of Culicoides obsoletus-transmitted bluetongue virus epidemic in Central Europe. 
Parasitol Res. 2007;101:219–228. 
 
Mehlhorn H, Walldorf V, Klimpel S, Schaub G, Kiel E, Focke R, Liebisch G, Liebisch A, Werner D, 
Bauer C, Clausen H, Bauer B, Geier M, Hörbrand T, Bätza HJ, Conraths FJ, Hoffmann B, Beer M. 
Bluetongue disease in Germany (2007–2008): monitoring of entomological aspects. Parasitol Res. 
2009;105:313–319. 
 
Meiswinkel R, Nevill EM, Venter GJ. Vectors; Culicoides spp. In: Coetzer JAW, Thomson GR, 
Tustin RC, Hrsg. Infectious diseases of livestock with special reference to southern Africa. Cape 
Town: Oxford University Press; 1994. pp. 68-89. 
 
Meiswinkel R, Gomulski LM, Delecolle JC, Goffredo M, Gasperi G. The taxonomy of Culicoides 
vector complexes – unfinished business. Vet Ital. 2004;40:151–159. 
 
Mellor PS. The replication of bluetongue virus in Culicoides vectors. Curr Top Microbiol Immunol. 
1990;162:143-161. 
  
Mellor PS, Boormann J. The transmission and geographical spread of African horse sickness ans 
bluetongue virus. Ann Trop Med Parasitol. 1995;89:1-15. 
 
Mellor PS, Boorman J, Baylis M. Culicoides biting midges: their role as arbovirus vectors. Annu 
Rev Entomol. 2000;45:307-340. 
 
Mellor PS. Infection of the vectors and bluetongue epidemiology in Europe. Vet Ital. 
2004;40(3):167-174. 
 
Mellor PS. Chapter 8: Orbivirus Infections, In: Gavier-Widén D, Duff JP, Meredith A, Hrsg. 
Infectious Diseases of Wild Mammals and Birds in Europe. Blackwell Publishing Ltd., 2012, 
ISBN: 978-1-405-19905-6. 
 
Menzies FD, McCullough SJ, McKeown IM, Forster JL, Jess S, Batten C, Murchie AK, Gloster J, 
Fallows JG, Pelgrim W, Mellor PS, Oura CA. Evidence for transplacental and contact transmission 
of bluetongue virus in cattle. Vet Rec. 2008;163(7):203-209. 
 
Mertens PP, Pedley S, Cowley J, Burroughs JN. A comparison of six different bluetongue virus 
isolates by cross-hybridization of the dsRNA genome segments. Virology. 1987;161(2):438-447. 
 
Mertens PP, Burroughs JN, Walton A, Wellby MP, Fu H, O'Hara RS, Brookes SM, Mellor PS. 
Enhanced infectivity of modified bluetongue virus particles for two insect cell lines and for two 
Culicoides vector species. Virology. 1996;217(2):582-593. 
 
Mertens PPC. Orbiviruses and coltiviruses-general features. In: Webster RG, Granoff A, Hrsg. 
Encyclopedia of Virology, 2nd edn. Academic Press: London; 1999. pp. 1043–1061. 
 
Mertens PPC, Maan S, Batten C, Darpel KE, Shaw A, Maan NS, Nomikou K, Anthony S J, 
Veronesi E, Oura CAL, Carpenter S Mellor PS. Bluetongue virus diagnosis. In: Mellor PS, Baylis 
M, Mertens PPC, Hrsg. Bluetongue. 1. Aufl. Academic Press: London; 2009. pp. 365-397. 
ISBN: 978-0-12-369368-6. 
 
Mintiens K, Méroc E, Mellor PS, Staubach C, Gerbier G, Elbers AR, Hendrickx G, De Clercq K. 
Possible routes of introduction of bluetongue virus serotype 8 into the epicentre of the 2006 
epidemic in north-western Europe. Prev Vet Med. 2008;87(1-2):131-344. 
 
Mouchantat S. Serologische Untersuchungen zum Vorkommen von Maul- und Klauenseuche 
(MKS) bei Rehen (Capreolus capreolus) in ausgewählten Gebieten in Deutschland – 
  
Untersuchungen im Rahmen des Europäischen Seuchenzuges im Jahr 2001 [Dissertation med. 
vet]. Berlin: Freie Universität Berlin; 2005. 
 
Nason EL, Rothagel R, Mukherjee SK, Kar AK, Forzan M, Prasad BV, Roy P. Interactions between 
the inner and outer capsids of bluetongue virus. J Virol. 2004;78(15):8059-8067. 
 
Neitz WO. Immunological studies on bluetongue in sheep. Onderstepoort J Vet Sci Anim Ind. 
1948;23(1-2):93–136. 
 
Nomikou K, Maan S, Batten C, Mertens P (2013) Bluetongue molecular epidemiology report 30 




Office International des Epizooties (OIE) 2009. Immediate notification report Report reference: 
REF OIE 7815, Report Date: 20/02/2009, Country: Norway. (zitiert vom 27.07.2016), <http://www.o
ie.int/wahis_2/temp/reports/en_imm_0000007815_20121211_143419.pdf>. 
 
Office International des Epizooties (OIE) 2012. Self-declaration by France on recovery of ist 
bluetongue-free status throughout the mainland (excluding Corsica). (zitiert vom 27.07.2016), 
<http://www.oie.int/doc/ged/D12735.PDF>. 
 
Office International des Epizooties (OIE) 2014. Immediate Notification Report. Report reference: 
REF OIE 15348, Report Date: 30/05/2014, Country: Greece 15348. (zitiert vom 27.07.2016), <http:
//www.oie.int/wahis_2/temp/reports/en_imm_0000015348_20140602_123403.pdf>. 
 
Office International des Epizooties (OIE) 2016. Follow-up report No.: 34, Report reference: 2015-
FCO-1, OIE Ref: 20221, Report Date: 20/05/2016, Country: France (zitiert vom 29.07.2016), 
<http://www.oie.int/wahis_2/temp/reports/en_fup_0000020221_20160523_111909.pdf>. 
 
Orłowska A, Trębas P, Smreczak M, Marzec A, Żmudziński JF. First detection of bluetongue virus 
serotype 14 in Poland. Archives of Virology. 2016;161:1969-1972. 
 
Owens RJ, Limn C, Roy P. Role of an arbovirus nonstructural protein in cellular pathogenesis and 
virus release. J Virol. 2004;78:6649–6656. 
 
  
Perrin JB, Ducrot C, Vinard JL, Morignat E, Gauffier A, Calavas D, Hendrikx P. Using the National 
Cattle Register to estimate the excess mortality during an epidemic: application to an outbreak of 
Bluetongue serotype 8. Epidemics. 2010;2(4):207-214. 
 
Pioz M, Guis H, Pleydell D, Gay E, Calavas D, Durand B, Ducrot C, Lancelot R. Did vaccination 
slow the spread of bluetongue in France? PLoS One. 2014;9(1):e85444. 
 
Polydorou K. The 1977 outbreak of bluetongue in Cyprus. Trop Anim Health Prod. 1978;4:229-232. 
 
Pritchard LI, Gould AR, Wilson WC, Thompson L, Mertens PP, Wade-Evans AM. Complete 
nucleotide sequence of RNA segment 3 of bluetongue virus serotype 2 (Ona-A). Phylogenetic 
analyses reveal the probable origin and relationship with other orbiviruses. Virus Res. 
1995;35(3):247-261. 
 
Purse BV, Mellor PS, Rogers DJ, Samuel AR, Mertens PP, Baylis M. Climate change and the 
recent emergence of bluetongue in Europe. Nat Rev Microbiol. 2005;3:171–181. 
 
Purse BV, Brown HE, Harrup L, Mertens PP, Rogers DJ. Invasion of bluetongue and other 
orbivirus infections into Europe: the role of biological and climatic processes. Rev Sci Tech. 
2008;27(2):427–442. 
 
Ramadevi N, Burroughs NJ, Mertens PP, Jones IM, Roy P. Capping and methylation of mRNA by 
purified recombinant VP4 protein of bluetongue virus. Proc Natl Acad Sci U S A. 
1998a;95(23):13537-13542. 
 
Ramadevi N, Roy P. Bluetongue virus core protein VP4 has nucleoside triphosphate 
phosphohydrolase activity. J Gen Virol. 1998b;79(Pt10):2475-2480. 
 
Rasmussen LD, Savini G, Lorusso A, Bellacicco A, Palmarini M, Caporale M, Rasmussen TB, 
Belsham GJ, Bøtner A. Transplacental transmission of field and rescued strains of BTV-2 and 
BTV-8 in experimentally infected sheep. Vet Res. 2013;44(1):75. 
 
Ratinier M, Caporale M, Golder M, Franzoni G, Allan K, Nunes SF, Armezzani A, Bayoumy A, 
Rixon F, Shaw A, Palmarini M. Identification and characterization of a novel non-structural protein 
of bluetongue virus. PLoS Pathog. 2011;7(12):e1002477. 
 
Rémond M, Kaiser C, Lebreton F. Diagnosis and screening of foot-and-mouth disease. Comp 
Immunol Microbiol Infect Dis. 2002;25(5-6):309-320. 
  
Rossi S, Pioz M, Beard E, Durand B, Gibert P, Gauthier D, Klein F, Maillard D, Saint-Andrieux C, 
Saubusse T, Hars J. Bluetongue dynamics in French wildlife: exploring the driving forces. 
Transbound Emerg Dis. 2014;61(6):e12-24. 
 
Roug A, Swift P, Torres S, Jones K, Johnson CK. Serosurveillance for livestock pathogens in free-
ranging mule deer (Odocoileus hemionus). PLoS One. 2012;7(11):e50600. 
 
Ruiz-Fons F, Reyes-García AR, Alcaide V, Gortázar C. Spatial and temporal evolution of 
bluetongue virus in wild ruminants, Spain. Emerg Infect Dis. 2008 Jun;14(6):951-953. 
 
Ruiz-Fons F, Acevedo P, Sobrino R, Vicente J, Fierro Y, Fernández-de-Mera IG. Sex-biased 
differences in the effects of host individual, host population and environmental traits driving tick 
parasitism in red deer. Front Cell Infect Microbiol. 2013;3:23. 
 
Ruiz-Fons F, Sánchez-Matamoros A, Gortázar C, Sánchez-Vizcaíno JM. The role of wildlife in 
bluetongue virus maintenance in Europe: lessons learned after the natural infection in Spain. Virus 
Res. 2014;182:50-58. 
 
Russell RC, Otranto D, Wall RL. The Encyclopedia of Medical and Veterinary Entomology. CAB 
International; 2013. 
 
Samal SK, Livingston CW Jr, McConnell S, Ramig RF. Analysis of mixed infection of sheep with 
bluetongue virus serotypes 10 and 17: evidence for genetic reassortment in the vertebrate host. J 
Virol. 1987a;61(4):1086-1091. 
 
Samal SK, el-Hussein A, Holbrook FR, Beaty BJ, Ramig RF. Mixed infection of Culicoides 
variipennis with bluetongue virus serotypes 10 and 17: evidence for high frequency reassortment in 
the vector. J Gen Virol. 1987b;68(Pt9):2319-2329. 
 
Santman-Berends IM, van Wuijckhuise L, Vellema P, van Rijn PA. Vertical transmission of 
bluetongue virus serotype 8 virus in Dutch dairy herds in 2007. Vet Microbiol. 2010;141(1-2):31-35. 
 
Saegerman C, Berkvens D, Mellor PS. Bluetongue Epidemiology in the European Union. Emerg 
Infect Dis. 2008;14(4):539-554. 
 
Saegerman C, Bolkaerts B, Baricalla C, Raes M, Wiggers L, de Leeuw I, Vandenbussche F, 
Zimmer JY, Haubruge E, Cassart D, De Clercq K, Kirschvink N. The impact of naturally-occurring, 
  
trans-placental bluetongue virus serotype-8 infection on reproductive performance in sheep. Vet J. 
2011;187(1):72-80. 
 
Sanderson S, Bluetongue in non-domestic ruminants:experiences gained in EAZA zoos during the 
2007 & 2008 BTV8 and BTV1 epizootics. In: Kaandorp J, Chai N, Bayens A, Hrsg. Transmissible 
Diseases Handbook, 4th Edition. Infectious Diseases Working Group (IDWG) European 
Association of Zoo and Wildlife Veterinarians (EAZWV), Amsterdam. 2010; chapter IX. 
 
Sawyer MM, Osburn BL. Isolation of bluetongue vaccine virus from infected sheep by direct 
inoculation onto tissue culture. Cornell Vet. 1977;67(1):65–71. 
 
Schulz C. Culicoides fauna and bluetongue virus serotype 8 infection in South American camelid 
herds in Germany - Culicoides Fauna und Blauzungenvirus Serotyp 8 Infektion in 
Neuweltkamelidenherden in Deutschland [Dissertation med. vet]. Gießen: Justus-Liebig-Universität 
Gießen; 2012. 
 
Schwartz-Cornil I, Mertens PP, Contreras V, Hemati B, Pascale F, Bréard E, Mellor PS, 
MacLachlan NJ, Zientara S. Bluetongue virus: virology, pathogenesis and immunity. Vet Res. 
2008;39(5):46. 
 
Shaw AE, Montaghan P, Alpar HO, Anthony S, Darpel KE, Batten CA, Guercio A, Alimena G, 
Vitale M, Bankowska K, Carpenter S, Jones H, Oura CAL, King DP, Elliott H, Mellor PS, Mertens 
PPC. Development and initial evaluation of a real-time RT-PCR assay to detect bluetongue virus 
genome segment 1. J Virol Methods. 2007;145:115–126. 
 
Shaw AE, Ratinier M, Nunes SF, Nomikou K, Caporale M, Golder M, Allan K, Hamers C, Hudelet 
P, Zientara S, Breard E, Mertens P, Palmarini M. Reassortment between two serologically 
unrelated bluetongue virus strains is flexible and can involve any genome segment. J Virol. 
2013;87(1):543-557. 
 
Singer RS, MacLachlan NJ, Carpenter TE. Maximal predicted duration of viremia in bluetongue 
virus-infected cattle. J Vet Diagn Invest. 2001;13(1):43-49. 
 
Spreull J. Malarial catarrhal fever (bluetongue) of sheep in South Africa. J Comp Pathol Ther. 
1905;18:321-337. 
 
Stallknecht DE, Howerth EW. Epidemiology of bluetongue and epizootic haemorrhagic disease in 
wildlife: surveillance methods. Vet Ital. 2004;40(3):203-207. 
  
Stäuber N, Martinez-Costas J, Sutton G, Monastyrskaya K, Roy P. Bluetongue virus VP6 protein 
binds ATP and exhibits an RNA-dependent ATPase function and a helicase activity that catalyze 
the unwinding of double-stranded RNA substrates. J Virol. 1997;71(10):7220-7226. 
 
Sutton G, Grimes JM, Stuart DI, Roy P. Bluetongue virus VP4 is an RNA-capping assembly line. 
Nat Struct Mol Biol. 2007;14(5):449-451. 
 
Tabachnick WJ. Culicoides variipennis and bluetongue-virus epidemiology in the United States. 
Annu Rev Entomol. 1996;41:23-43. 
 
Tessaro SV, Clavijo A. Duration of bluetongue viremia in experimentally infected American bison. J 
Wildl Dis. 2001;37(4):722-729. 
 
Theiler A. The innoculation of sheep against bluetongue and the results in practice. Vet J. 
1908;64:600-607. 
 
Thiry E, Saegerman C, Guyot H, Kirten P, Losson B, Rollin F, Bodmer M, Czaplicki G, Toussaint 
JF, Dochy JM, Dufey J, Gilleman JL, Messeman K. Bluetongue in northern Europe. Vet Rec. 
2006;159:327. 
 
Thorne ET, Williams ES, Spraker TR, Helms W, Segerstrom T. Bluetongue in free-ranging 
pronghorn antelope (Antilocapra americana) in Wyoming: 1976 and 1984. J Wildl Dis. 
1988;24(1):113-119. 
 
Toussaint JF, Vandenbussche F, Mast J, De Meester L, Goris N, Van Dessel W, Vanopdenbosche 
E, Kerkhofs P, De Clercq K, Zientara S, Sailleau C, Czaplicki G, Depoorter G, Dochy JM. 
Bluetongue in northern Europe. Vet Rec. 2006;159(10):327. 
 
Toussaint JF, Sailleau C, Mast J, Houdart P, Czaplicki G, Demeestere L, VandenBussche F, van 
Dessel W, Goris N, Bréard E, Bounaadja L, Etienne T, Zientara S, De Clercq K. Bluetongue in 
Belgium, 2006. 2007. Emerg Infect Dis.;13(4):614-616. 
 
Vanbinst T, Vandenbussche F, Dernelle E, De Clercq K. A duplex real-time RT-PCR for the 
detection of bluetongue virus in bovine semen. J Virol Methods. 2010;169(1):162-168. 
 
Vandenbussche F, De Leeuw I, Vandemeulebroucke E, De Clercq K. Emergence of bluetongue 
serotypes in Europe part 1: description and validation of four real-time RT-PCR assays for the 
  
serotyping of bluetongue viruses BTV-1 BTV-6 BTV-8 and BTV-11. Transbound Emerg Dis. 
2009;56:346–354. 
 
van Dijk AA, Huismans H. In vitro transcription and translation of bluetongue virus mRNA. J Gen 
Virol. 1988;69:573–581. 
 
van Rijn PA, Geurts Y, van der Spek AN, Veldman D, van Gennip RG. Bluetongue virus serotype 6 
in Europe in 2008-Emergence and disappearance of an unexpected non-virulent BTV. Vet 
Microbiol. 2012;158(1-2):23-32. 
 
van der Sluijs MT, Schroer-Joosten DP, Fid-Fourkour A, Vrijenhoek MP, Debyser I, Gregg DA, 
Dufe DM, Moulin V, Moormann RJ, de Smit AJ. Effect of vaccination with an inactivated vaccine on 
transplacental transmission of BTV-8 in mid term pregnant ewes and heifers. Vaccine. 
2012;30(3):647-655. 
 
van der Sluijs MT, Schroer-Joosten DP, Fid-Fourkour A, Vrijenhoek MP, Debyser I, Moulin V, 
Moormann RJ, de Smit AJ. Transplacental transmission of Bluetongue virus serotype 1 and 
serotype 8 in sheep: virological and pathological findings. PLoS One. 2013;8(12):e81429. 
 
van der Sluijs MT, de Smit AJ, Moormann RJ. Vector independent transmission of the vector-borne 
bluetongue virus. Crit Rev Microbiol. 2016;42(1):57-64. 
 
van Wuijckhuise L, Dercksen D, Muskens J, de Bruijn J, Scheepers M, Vrouenraets R. Tijdschr 
Diergeneeskd. [Bluetongue in The Netherlands; description of the first clinical cases and 
differential diagnosis. Common symptoms just a little different and in too many herds]. 
2006;131(18):649-654. 
 
Verwoerd DW, Louw H, Oellermann RA. Characterization of bluetongue virus ribonucleic acid. J 
Virol. 1970;5(1):1-7. 
 
Verwoerd DW, Els HJ, De Villiers EM, Huismans H. Structure of the bluetongue virus capsid. J 
Virol. 1972;10(4):783-794. 
 
Verwoerd DW, Erasmus BJ, Bluetongue, In: Coetzer JAW, Tustin RC, Hrsg. Infectious diseases of 
livestock, 2nd ed., Oxford University Press Southern Africa, Cape Town, 2004, pp. 1201–1220. 
 
Vosdingh RA, Trainer DO, Easterday BC. Experimental bluetongue disease in white-tailed deer. 
Can J Comp Med Vet Sci. 1968;32(1):382-387. 
  
Yang H, Zhu J, Li H, Xiao L, Wang J, Li N, Zhang N, Kirkland PD. Full genome sequence of 
bluetongue virus serotype 4 from China. J Virol. 2012;86:13122-13123. 
 
Wechsler SJ, McHolland LE. Susceptibilities of 14 cell lines to bluetongue virus infection. J Clin 
Microbiol. 1988;26(11):2324–2327. 
 
Werner D, Conraths FJ. Kleine Mücke, große Wirkung. Die Blauzungenkrankheit – eine neue 
Tierseuche in Mitteleuropa. Forschungsreport Ernährung Landwirtschaft Verbraucherschutz 
2008;2:30-33. 
 
Werner D. Zur Taxonomie der Gnitzen (Diptera, Ceratopogonidae) und ihrer Vektorrolle im 
Blauzungengeschehen. DGaaE Nachrichten 2008;22(1):15-17. 
 
Wilson AJ, Mellor PS. Bluetongue in Europe: past, present and future. Phil. Trans. R. Soc. B. 
2009;364:2669-2681. 
 
Wittmann EJ, Baylis M. Climate Change: Effects on Culicoides-Transmitted Viruses and 
Implications for the UK. Vet J. 2000;160(2):107–117. 
 
Wittmann EJ, Mellor PS, Baylis M. Effect of temperature on the transmission of orbiviruses by the 
biting midge, Culicoides sonorensis. Med Vet Entomol. 2002;16:147–156. 
 
Work TM, Jessup DA, Sawyer MM. Experimental bluetongue and epizootic hemorrhagic disease 
virus infection in California black-tailed deer. J Wildl Dis. 1992;28:623–628. 
 
Worwa G, Hilbe M, Ehrensperger F, Chaignat V, Hofmann MA, Griot C, Maclachlan NJ, Thuer B. 
Experimental transplacental infection of sheep with bluetongue virus serotype 8. Vet Rec. 
2009;164(16):499-500. 
 
Worwa G, Hilbe M, Chaignat V, Hofmann MA, Griot C, Ehrensperger F, Doherr MG, Thur B. 
Virological and pathological findings in bluetongue virus serotype 8 infected sheep. Vet. Microbiol. 
2010; 144(3-4):264-273. 
 
Zanella G, Durand B, Sellal E, Breard E, Sailleau C, Zientara S, Batten CA, Mathevet P, Audeval 
C. Bluetongue virus serotype 8: abortion and transplacental transmission in cattle in the Burgundy 
region, France, 2008-2009. Theriogenology. 2012;77(1):65-72. 
 
  
Zhang N, MacLachlan NJ, Bonneau KR, Zhu J, Li Z, Zhang K, Zhang F, Xia L, Xiang W. 
Identification of seven serotypes of bluetongue virus from the People's Republic of China. Vet Rec. 
1999;145:427-429. 
 
Zientara S, MacLachlan NJ, Calistri P, Sanchez-Vizcaino JM, Savini G. Bluetongue vaccination in 
Europe. Expert Rev Vaccines. 2010;9(9):989-991. 
 
Zientara S, Sánchez-Vizcaíno JM. Control of bluetongue in Europe. Vet Microbiol. 
2013;165(1-2):33-37. 
 
Zientara S, Sailleau C, Viarouge C, Höper D, Beer M, Jenckel M, Hoffmann B, Romey A, Bakkali-
Kassimi L, Fablet A, Vitour D, Bréard E. Novel bluetongue virus in goats, Corsica, France, 2014. 




An dieser Stelle möchte ich mich bei all jenen bedanken, die durch ihre fachliche und persönliche 
Unterstützung zum Gelingen dieser Arbeit beigetragen haben. 
Ich danke Herrn Professor Dr. Uwe Truyen, Direktor des Institutes für Tierhygiene und Öffentliches 
Veterinärwesen der Veterinärmedizinischen Fakultät der Universität Leipzig, für die Überlassung 
des Themas und die Betreuung meiner Dissertation. 
Herrn Dr. Lothar Hoffmann, Vizepräsident des Thüringer Landesamt für Verbraucherschutz und 
Abteilungsleiter der Abteilung 5 „Veterinäruntersuchung“, danke ich für die Motivation und 
Unterstützung. 
Ganz herzlich bedanke ich mich bei Herrn Dr. Bernd Hoffmann, Leiter des Nationalen 
Referenzlabors für BTV am Friedrich-Loeffler-Institut, für anregende fachliche Diskussionen, die 
Bereitstellung von Probenmaterial und die methodische Unterstützung. 
Mein Dank gilt allen Mitarbeiterinnen und Mitarbeitern der Abteilung 5 des Thüringer Landesamtes 
für Verbraucherschutz, insbesondere den Kolleginnen und Kollegen der Dezernate 52 und 51 für 
die Probenlogistik und die Durchführung der Untersuchungen. 
Vielen Dank für die Korrektur der Summary an Timo Siempelkamp und Alexander Battig. 
 
Ein Dankeschön an Georg, für das Korrekturlesen der Arbeit und die Einblicke in jagdliche 
Gepflogenheiten und weidmännische Sphären. 
 
Für ihre kontinuierliche moralische und tatkräftige Unterstützung, die fortwährenden Ermutigungen 
und ihr ungebrochenes Verständnis, nicht nur während der Dissertation, sondern auch während 
meines Studiums und bisherigen Werdeganges, möchte ich mich ganz besonders herzlich bei 
meiner Mutter und meiner Tante Uda bedanken. Euch verdanke ich alles, was ich heute bin! 
 
Von ganzem Herzen möchte ich mich bei meiner Frau Sabine bedanken, für einfach alles, was sie 
in der langen Schreib-, Korrektur-, Recherchephase auf sich genommen hat, um mich zu 
motivieren, zu entlasten und mir Freiräume für die Arbeit zu verschaffen. Ohne Dich und Deine 
stetige Unterstützung hätte ich dieses Ziel nicht erreicht! 
 
Meinen Söhnen Lennart-Ortwin und Burkhard danke ich für ihr Verständnis, wenn ich wenig Zeit 
für sie hatte und sie auf mich verzichten mussten. Wenn Ihr mich braucht, bin ich für Euch da! 
 
Last but not least danke ich Jennifer und Sebastian, Enrico und Juliette, Ellen, Silvia und Uwe, 
Christoph, Doris, Bernd, Peter, Christian und Corinna, Sabrina, Juliane und Patricia und all denen, 
die hier nicht namentlich genannt wurden, für die vielen freundlichen und motivierenden Worte, 
stetige Erinnerungen an das Vorhaben und die ein oder andere spitze Bemerkung. Vielen Dank! 
